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Résumé 
La sénescence est un mécanisme de défense antiprolifératif dont la cellule est munie 
afin de prévenir l’accumulation de mutations pouvant mener à sa transformation et l’éventuel 
développement d’une tumeur. Ce programme consiste en un arrêt permanent du cycle 
cellulaire. Il peut être activé par de nombreux stimuli tels que le raccourcissement des 
télomères, le stress oxydatif, ou l’expression d’un oncogène constitutivement actif. Sa 
régulation requiert l’activation de protéines appelées des suppresseurs de tumeur dont les plus 
importants sont p53 et RB. De manière plus spécifique, les sénescences induites par 
l’expression des oncogène RASV12 ou STAT5A(1*6) sont respectivement caractérisées par 
l’augmentation de l’expression des protéines PML et CHES1/FOXN3.  
Le but de cette thèse est, dans un premier temps, de mettre en évidence le mécanisme 
de régulation de la sénescence par PML. PML est un suppresseur de tumeur dont l’expression 
dans des cellules diploïdes normales est suffisante pour induire la sénescence. Cette protéine 
forme des corps nucléaires sphériques au sein desquels est recruté, parmi d’autres molécules, 
la protéine du rétinoblastome RB. RB est un régulateur négatif du cycle cellulaire capable de 
lier et inhiber les facteurs de transcription E2F dont les gènes cibles sont nécessaires à la 
prolifération. Nos travaux démontrent que le mécanisme d’induction de la sénescence par 
PML implique le recrutement du complexe RB/E2F aux corps de PML afin de renforcer 
l’inhibition de l’activité des E2F par RB. Également, les E2F sont recrutés aux corps de PML 
en compagnie de leurs promoteurs ce qui favorise la formation d’hétérochromatine au niveau 
de ces gènes, aidant à leur répression et donc à l’établissement de la sénescence. 
D’autre part, cette thèse a pour but de caractériser le rôle de CHES1/FOXN3 dans la 
régulation du cycle cellulaire. CHES1 est un facteur de transcription de la famille des 
Forkheads. Son expression dans des cellules cancéreuses provoque un ralentissement de leur 
prolifération. Afin de comprendre son mécanisme de fonctionnement, une analyse sur 
micropuce d’ADN de l’expression des gènes de cellules cancéreuses exprimant CHES1 a été 
réalisée. Cette analyse a montré que, dans la cellule, CHES1 joue un rôle de répresseur 
transcriptionnel. Plus précisément, CHES1 réprime, entre autres, l’expression de gènes 
nécessaires à la synthèse des protéines tels que PIM2 et DYRK3. De manière intéressante, la 
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réexpression de PIM2 dans des cellules cancéreuses exprimant CHES1 permet de rétablir 
partiellement la prolifération cellulaire. Également, l’analyse sur micropuce a révélé que 
CHES1 régule l’expression de nombreux gènes impliqués dans la formation des cilia dont 
l’une des fonctions semble être de moduler la synthèse protéique. Pris ensemble, ces résultats 
suggèrent que le mécanisme antitumoral de CHES1 consiste en une inhibition de la synthèse 
de protéines. 
Ainsi, les mécanismes présentés dans cette thèse contribuent à la compréhension de la 
régulation de la sénescence par les suppresseurs de tumeur PML et CHES1.  
Mots-clés : PML, CHES1, sénescence cellulaire, suppresseur de tumeur, cancer, RB, E2F, 
hétérochromatine, PIM2. 
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Abstract 
Senescence is an antiproliferative defense mechanism that protects the cell against the 
accumulation of mutations and, eventually, her transformation and the development of a 
tumor. This program consists of a permanent cell cycle arrest. It can be activated by many 
stimuli, such as telomere shortening, oxidative stress, or the expression of a constitutively 
active oncogene. Senescence regulation requires activation of proteins called tumor 
suppressors which the most important are p53 and RB. More specifically, senescences induced 
by the expression of oncogenic RASV12 or STAT5A (1 * 6) are respectively characterized by 
increased expression of the proteins PML and CHES1/FOXN3. 
The purpose of this thesis is, firstly, to identify the mechanism of regulation of 
senescence by PML. PML is a tumor suppressor whose expression in normal diploid cells is 
sufficient to induce senescence. This protein forms spherical nuclear bodies in which is 
recruited, among other molecules, the retinoblastoma protein RB. RB is a negative regulator of 
the cell cycle due to its capacity to bind and inhibit the E2F transcription factors whose target 
genes are necessary for proliferation. Our work demonstrates that the mechanism of induction 
of senescence by PML involves the recruitment of the complex RB/E2F to the PML body to 
enhance the inhibition of E2F activity by RB. Also, the E2Fs are recruited to PML bodies 
together with their promoters which promotes the formation of heterochromatin in these 
genes, helping their repression and thus the establishment of senescence. 
On the other hand, this thesis aims to characterize the role of CHES1/FOXN3 in 
regulating the cell cycle. CHES1 is a transcription factor of the Forkheads family which 
expression in cancer cells causes a growth reduction. To understand the antitumoral 
mechanism of CHES1, a microarray analysis of cancer cells expressing CHES1 was 
performed. This analysis shows that CHES1 is a transcriptional repressor. Specifically, 
CHES1 represses, among others, the expression of genes required for the synthesis of proteins 
such as PIM 2 and DYRK3. Interestingly, re-expression of PIM 2 in cancer cells expressing 
CHES1 partially restores cell proliferation. Also, microarray analysis revealed that CHES1 
regulates the expression of many genes involved in the formation of cilia which one of the 
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functions seems to be to modulate protein synthesis. Taken together, these results suggest that 
the antitumor mechanism of CHES1 involves inhibition of protein synthesis. 
Keywords : PML, CHES1, cellular senescence, cancer, tumor suppressor, RB, E2F, 
heterochromatin, PIM2. 
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tellement bien formé lors de ton stage que désormais tu ne peux qu’exceller en recherche ! En 
tout cas, je te le souhaite. Bon courage ! Et de toute façon, j’ai l’impression que l’on ne risque 
pas de se perdre de vue tout de suite, à mon plus grand bonheur. 
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Mariana, t’avoir pour voisine a été un honneur et ta bonne humeur va me manquer. 
Merci pour ces (trop courtes) leçons d’espagnol. Je te souhaite que ton doctorat finisse aussi 
bien qu’il a commencé.  Et j’espère bien que l’on se reverra très rapidement ! 
Marie, malgré les nombreuses épreuves que tu as traversées, te voilà presque arrivée au 
bout de ton doctorat. Allez ! Un dernier petit effort et tu pourras alors te consacrer à tes rêves. 
Une chose est sûre, s’il fallait qu’un jour tu ouvres une pâtisserie, je ne manquerai pas de 
passer goûter à tes petits gâteaux. J’ai déjà eu l’honneur de goûter à ta cuisine et je sais qu’elle 
en vaut la peine. Un merci sincère pour ton grand cœur. Je te souhaite de réussir tout ce que tu 
entreprendras à l’avenir, tu le mérites. 
Seb, on ne peut pas dire que ton arrivée dans le lab soit passée inaperçue. Je 
t’encourage à continuer à fournir les efforts que tu mets dans ton travail actuellement. Ça finit 
toujours par payer ! Tu es un bosseur et tu aimes la recherche. Pour cela, je te souhaite de 
réussir dans tes projets.  Bon courage ! 
Vince, je ne connais personne qui soit aussi pédagogue, optimiste et d’aussi bonne 
compagnie. On ne s’est pas connu longtemps mais ton humour et ta joie de vivre restent pour 
moi un exemple à suivre. 
Vivi, j’ai beaucoup apprécié travailler avec toi. J’aime ta méticulosité, ta précision et ta 
rigueur.  Mais j’ai aussi et surtout pu apprécié ta personnalité et ton humanité. Te rencontrer 
fut un vrai plaisir. J’espère que l’on se recroisera encore souvent. 
 
Je n’oublierai pas non plus tous les amis que j’ai rencontrés ici. Rémy, quel bonheur de 
t’avoir retrouvé et quelle joie d’avoir pu rencontrer Flore ! Maintenant, j’espère que l’on ne se 
perdra plus de vue! Mathieu et Sandrine, j’ai tellement hâte de venir vous voir en Suède ! Tom 
et Virginie, vous passez à la maison quand vous voulez. On ne vous a pas vu depuis 5 minutes 
que vous nous manquez déjà !! Paul et Marissa, il faut que l’on se voie plus souvent, toujours 
plus souvent ! Laurent et Valérie, ne partez pas trop vite de New-York, on arrive aussi vite que 
possible ! Mark and Karine, I won’t forget you, guys ! Mohan, I hope our roads will cross 
again ! Et puis, j’ai hâte au jour où nous serons à nouveau tous réunis ! 
Je pense à Arnold Dopgwa, Benoît Bessette, David Guerit, Émilio Cusanelli, Étienne 
Lepage, Eric Zampini, Frank Gallardo, Jordan Volpato, Marieke Rozendaal, Samuel 
Tremblay-Belzile, Sébastien Truche, Sinan, Spark, Wayne Stallaert, et j’en oublie de 
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nombreux, avec qui j’ai partagé tant de bons moment. Je vous souhaite à tous une excellente 
continuation. 
 
J’aimerais exprimer mon immense reconnaissance à Jacques et Claudette. Vous 
m’avez ouvert les portes de votre maison et m’avez accueilli comme je n’aurai jamais pu 
l’imaginer. Je voudrais vous remercier pour votre générosité, votre gentillesse, votre 
simplicité, vos encouragements et bien plus encore.  
David, je suis tellement content de t’avoir comme « beau-frère » ! J’ai hâte au jour où 
nous partirons ensemble aux quatre coins du monde. Pour l’instant, j’hésite encore à arrêter de 
travailler afin d’attendre que l’on devienne millionnaire (pas sûr que ce soit comme ça que ça 
marche…). Ou alors, on laisse ça aux filles et on part en vacances ? 
 
Je voudrais également remercier ma famille sans qui je ne serai pas ici. Papa, maman, 
Jacques, Nath, Adrien, Juls, Carlos, je suis parti de la maison le 10 décembre 2007. Bien que 
l’on se soit vu régulièrement et que Skype soit une très belle invention, depuis ce jour vous 
n’avez cessé de me manquer terriblement. Merci à tous pour votre soutien, vos visites à 
Montréal, vos billets d’avion pour quelques retours en France. Vous m’avez toujours supporté 
dans mes choix et m’avez encouragé à partir depuis le premier jour. J’espère avoir été et être à 
l’avenir aussi présent que vous l’avez été pour moi, savoir vous épauler et vous aimer autant 
que vous l’avez fait vous-même. Vous me manquez. 
 
Pour finir, je voudrais dédier les quelques lignes qui restent à celle qui a changé ma 
vie. Emma, mon amour. Notre rencontre est la meilleure chose qui me soit arrivée au cours de 
mon doctorat. Cela fait trois ans que l’on est ensemble. Le temps passe si vite. Je ne trouve pas 
les mots pour exprimer la profondeur de mes sentiments. Je voudrais simplement te remercier 
pour ta patience, ton soutien, ta présence. Un doctorat n’est pas toujours une épreuve facile et 
tu as été là lorsque j’en avais besoin. Maintenant, c’est à mon tour de te soutenir. Tu es une 
excellente scientifique et je sais que tu y arriveras.  Je suis tellement fier et heureux de 
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1.1 Avant-propos 
La transformation tumorale est à l’origine du développement d’un cancer et touche des 
milliers d’individus chaque année. Malheureusement, bien que les avancées de la recherche en 
cancérologie aient été considérables ces dernières années, les bases moléculaires de la 
transformation maligne sont encore loin d’être entièrement comprises. L’étude des 
mécanismes de défense naturels de la cellule contre la transformation tumorale semble une 
avenue de choix afin de découvrir de nouvelles cibles thérapeutiques et développer de 
nouveaux traitements anticancéreux. Des défenses impliquant un arrêt du cycle cellulaire sont 
activées par la cellule lorsque celle-ci est soumise à un stress tel que l’apparition de dommages 
à l’ADN, un stress oxydatif ou encore l’activation anormale d’un oncogène. Il existe deux 
mécanismes de défense principaux que sont l’apoptose, aussi appelée mort cellulaire 
programmée, et la sénescence cellulaire. Les objets de cette thèse sont, d’une part, la mise en 
évidence d’un nouveau mécanisme de régulation de la sénescence par le suppresseur de 
tumeur PML qui est exprimé en réponse à l’activation d’un oncogène, et, d’autre part, de 
caractériser le rôle du facteur de transcription CHES1/FOXN3 dans la régulation du cycle 
cellulaire. 
1.2 La transformation tumorale  
Certains stress, intra ou extracellulaires (dommages à l’ADN, raccourcissement des 
télomères, stress oxydatif ou activation d’un oncogène), peuvent mener à l’apparition de 
mutations dans l’ADN. Or, ces perturbations génétiques sont susceptibles de provoquer la 
transformation cellulaire si elles venaient à s’accumuler. Afin d’éviter ceci, les cellules sont 
dotées de mécanismes de défense qui mènent à un arrêt de leur prolifération1. Cependant, il se 
peut que certaines cellules deviennent insensibles à ces stress et continuent de proliférer. Ceci 
favorise alors l’accumulation de mutations accentuant leur potentiel prolifératif1. 
L’amplification de ces cellules, dites transformées, conduit à l’apparition d’un amas tissulaire 
anormal que l’on appelle tumeur. 
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1.2.1 La transformation tumorale 
Le passage d’une cellule saine à une cellule transformée résulte d’une combinaison 
d’évènements génétiques conférant à la cellule un avantage prolifératif. Plus précisément, cela 
consiste en l’accumulation de mutations dites conductrices, généralement 5 à 15, au sein de 
gènes spécifiques dont l’altération génétique est favorable à la transformation tumorale2. 
Parmi ces gènes, on retrouve : les oncogènes, qui promouvoient la prolifération; les 
suppresseurs de tumeur, qui régulent négativement les oncogènes; et les gènes impliqués dans 
la réparation des dommages à l’ADN. Les autres gènes de la cellule peuvent également être 
sujets à des altérations génétiques mais, pour ceux-ci, les mutations sont dites passagères car 
elles ne jouent pas de rôle majeur dans la transformation tumorale2.  
Il est important de mentionner que la tumeur est monoclonale. Cela signifie qu’il suffit 
de la transformation d’une seule cellule ayant accumulé plusieurs mutations pour mener au 
développement d’une tumeur1. 
1.2.2 Caractéristiques des cellules tumorales 
Lors du développement d’une tumeur, il se peut que les cellules, ou leur 
environnement, soient encore en mesure d’inhiber la progression tumorale. La tumeur sera 
alors dite bégnine. Si les mutations accumulées ne permettent plus aux cellules de se protéger, 
il se peut que la tumeur ne puisse pas devenir bégnine et devienne alors maligne. L’état malin, 
donc cancéreux, se différencie de l’état bénin par l’acquisition de trois caractéristiques 
importantes par les cellules : 
Tout d’abord, les cellules cancéreuses deviennent autonomes et ne répondent plus aux 
mécanismes de contrôle qui maintiennent une homéostasie tissulaire3. De plus, ces cellules 
émettent de nombreux signaux mitogènes activant ainsi leur prolifération de manière 
autocrine3. 
Une autre particularité de ces cellules est leur caractère immortel3. Un tissu sain 
nécessite le renouvellement des cellules qui le composent. Il existe donc un équilibre entre la 
perte (par apoptose ou nécrose par exemple) des cellules à remplacer et la 
prolifération/différenciation des cellules souches. Les cellules cancéreuses sont insensibles aux 
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signaux d’apoptose ou de différenciation et prennent alors l’allure de cellules atypiques 
capables de se diviser indéfiniment3. 
Finalement, les cellules cancéreuses ont la capacité de métastaser, c’est à dire de 
quitter leur tissu d’origine pour coloniser d’autres tissus de l’organisme. Pour ce faire, ces 
cellules doivent se détacher de la tumeur primaire et pénétrer un vaisseau lymphatique ou 
sanguin afin d’atteindre le système de circulation et accéder à un autre tissu de l’organisme où 
elles pourront s’implanter. 
En résumé, l’ensemble des mutations accumulées par les cellules cancéreuses les 
protègent des règles normales d’homéostasie tissulaire, leur permettent de survivre plus 
facilement au sein de l’organisme et de métastaser. Aussi, les cellules cancéreuses présentent 
une instabilité génétique bien supérieure aux cellules normales, probablement due à une 
altération des voies de signalisation qui permettent le maintien de l’intégrité du génome. Il 
devient alors compliqué de comprendre les mécanismes moléculaires qui sont à l’origine de la 
transformation tumorale. 
Les mécanismes de défense de la cellule contre l’accumulation de mutations dans 
l’ADN impliquent un blocage de la division cellulaire afin d’éviter la propagation de ces 
mutations. Cet arrêt s’effectue à un moment très précis de la division dont le processus peut se 
résumer sous la forme d’un cycle. Nous proposons maintenant de nous attarder sur les 
différentes étapes de ce cycle de division ainsi que sur quelques éléments de sa régulation.  
1.3 Le cycle cellulaire et la transition G1/S  
La division cellulaire est le processus fondamental par lequel une cellule mère donne 
naissance à deux cellules filles identiques entre elles et à la cellule dont elle dérive. Sa 
régulation est constituée de plusieurs étapes cycliques hautement régulées et synchronisées 
dont le passage de l’une à l’autre est soumis à des points de contrôle. 
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1.3.1 Généralités 
Le cycle cellulaire est principalement constitué de deux étapes: l’interphase, au cours 
de laquelle les chromosomes sont répliqués, et la mitose, au cours de laquelle les 
chromosomes se répartissent entre deux cellules filles. Lorsque la cellule ne se divise pas, elle 
est dite en quiescence ou en phase G0. Sous l’effet de signaux mitogènes, elle entame un cycle 
de division constitué de quatre phases qui sont, dans l’ordre chronologique, G1, S, G2, M 
(figure 1.1). Rapidement, les phases G1 et G2 (en anglais Gap 1 et 2) sont des points de 
contrôle au cours desquels certains éléments nécessaires aux autres phases sont synthétisés. La 
cellule vérifie également si le matériel génétique n’est pas endommagé. La phase S (en anglais 
synthesis) correspond à la phase de réplication de l’ADN. La phase M (en anglais mitosis) est 
la phase au cours de laquelle les chromosomes dédoublés sont répartis dans les deux cellules 
filles. La synchronisation de ces phases est sous le contrôle de complexes protéiques 
spécifiques formés entre les cycline et les CDK (en anglais, cyclin-dependent kinase). 
 
Figure 1-1: Le cycle cellulaire 
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Les cyclines sont une famille de protéines à très courte durée de vie dont l’expression 
fluctue en fonction de leur implication dans chaque phase du cycle cellulaire5. Ces protéines 
s’associent avec les kinases cycline-dépendante, ou CDK, et sont indispensables pour leur 
activation. Les CDK pourront ensuite phosphoryler leurs cibles afin de faire progresser le 
cycle cellulaire. Il existe différents complexes cycline/CDK dont les constituants varient en 
fonction de l’étape à laquelle se trouve le cycle cellulaire. A titre d’exemple, le complexe 
cycline D1/CDK4 se forme durant la phase G1 alors que le complexe cycline A/CDK2 se 
forme durant la phase S (figure 1.1)5. Ainsi l’expression des cyclines constitue un premier 
niveau de régulation de l’activité des complexes cycline/CDK. 
L’activité des CDK est également régulée par des associations transitoires avec des 
inhibiteurs protéiques, les CKI (en anglais cyclin-dependent kinase inhibitor)  dont il existe 
deux types : la famille INK4, constituée de p16, p15, p18 et p19, et la famille CIP/KIP, 
constituée de p21, p27 et p575. Classiquement, les CKI de la famille INK4 lient les CDK 4 et 
6 afin d’en inhiber l’association avec la cycline D. Parallèlement, les CKI de la famille 
CIP/KIP se lient préférentiellement à CDK2 afin d’en inhiber l’association avec la cycline E, 
bien que p21 et p27 semblent avoir également une certaine affinité pour CDK4 et 6 (figure 
1.1)5,6. 
Pour finir, les CDK peuvent être phosphorylés par différentes kinases telles que WEE1 
pour CDK17 ou C-YES pour CDK48 ce qui inhibe leur interaction avec les cyclines. Ces 
phosphorylations inhibitrices sont levées par la famille de phosphatases CDC25 A, B et C, (en 
anglais, cell division cycle 25 A, B et c) lors de la progression du cycle cellulaire (figure 1.1)9. 
En conclusion, le cycle cellulaire est une succession d’étapes dont la synchronisation 
s’effectue à de multiples niveaux afin d’en assurer un contrôle idéal. Parmi ces différentes 
étapes, la transition de la phase G1 à la phase S constitue un moment essentiel du cycle. Le 
passage de ce point de contrôle par la cellule est classiquement considéré comme une entrée 
irréversible en division cellulaire. C’est également le point de contrôle utilisé par les 
mécanismes de défense de la cellule pour inhiber la prolifération cellulaire. Nous allons donc 
maintenant en voir le mécanisme de régulation. 
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1.3.2 La transition G1/S 
Parmi les cibles phosphorylés par les CDK se trouvent les protéines de la famille du 
rétinoblastome qui contrôlent la transition de la phase G1 à la phase S du cycle cellulaire. Ces 
suppresseurs de tumeur régulent l’activité des facteurs de transcription E2F dont les gènes 
cibles constituent des éléments essentiels à la réalisation de la phase S. Les prochaines 
sections sont donc dédiées à une description détaillée des protéines de la famille du 
rétinoblastome et des facteurs de transcription E2F ainsi qu’à leur fonctionnement. 
1.3.2.1 La famille des protéines du rétinoblastome 
La protéine RB constitue l’un des principaux suppresseurs de tumeur  de la cellule. Son 
important caractère antitumoral a été largement démontré, notamment en raison du fait que 
son inactivation est responsable du développement de cancers chez les jeunes enfants tels que 
les rétinoblastomes10,11, d’où son nom, et les ostéosarcomes12,13. De plus, l’inactivation de RB 
par l’oncogène E7 du virus du papillome humain favorise le développement de carcinomes 
cervicaux14,15. Des expériences d’alignement de séquence on permis de déterminer l’existence 
de deux autres molécules possédant des régions conservées communes avec RB : p107 et 
p13016,17. À cause de cela, ces trois protéines ont été classées dans une seule et même famille, 
les protéines du rétinoblastome18. 
1.3.2.1.1 Structure de RB, p107 et p130 
RB est une protéine de 928 acides aminés et possède une masse de 110 kDa. Cette 
molécule partage approximativement 25% d’homologie de séquence avec p107 et p130 dont 
un domaine très conservé  communément appelé la « poche » (en anglais pocket), d’où le nom 
de pocket proteins donné à cette famille18. Ce domaine est en fait constitué de deux sous-
domaines espacés par une région flexible qui leur permet de se replier l’un sur l’autre, formant 
ainsi la poche dont est issu le nom (figure 1.2). De nombreux régulateurs cellulaires 
interagissent avec cette région, en particulier via un site de fixation de la séquence consensus 
LxCxE où L est une leucine, C une cystéine, E un acide glutamique et x représente n’importe 
quel acide aminé19. L’importance de ce site de fixation est démontrée par son haut degré de 
conservation parmi les orthologues de RB chez d’autres espèces ainsi que dans les membres 
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de sa famille, p107 et p130. De plus, elle est requise par les oncogènes viraux, tel que E7 
mentionné précédemment ou encore l’oncogène d’adénovirus E1A (en anglais, Adenovirus 5 
early region 1A), pour inhiber les protéines du rétinoblastome et provoquer la transformation 
cellulaire19. Deux autre domaines ont également été identifiés dans ces molécules : un 
domaine structuré situé dans la région N-terminal des protéines et un domaine non structuré 
situé dans la région C-terminale (figure 1.2)18. De manière générale, ces trois domaines 
permettent à ces protéines d’interagir avec un vaste nombre de partenaires, ce qui explique 
leur implication dans de nombreux aspects biologiques de la cellule tels que la différenciation, 
l’apoptose et la sénescence20-22. 
 
Figure 1-2: Structure des protéines de l famille du rétinoblastome 
ND = domaine N-terminal ; pocket A et pocket B = les deux sous-domaines 
de la poche ; CD = domaine C-terminal. Inspiré de Dick and Rubin, 201318. 
 
1.3.2.1.2 Fonction de RB, p107 et p130 
En raison des régions communes présentes entre les protéines du rétinoblastome, ces 
dernières possèdent un certain nombre de fonctions moléculaires similaires. Le rôle le mieux 
caractérisé de ces protéines est l’inhibition de la transition de la phase G1 à la phase S du cycle 
cellulaire grâce à leur interaction avec les facteurs de transcription E2F (en anglais E2 factor), 
dont le mécanisme sera vu plus en détail ultérieurement. Bien que les trois membres de la 
famille soient capables de lier ces facteurs, les protéines du rétinoblastome montrent des 
préférences pour les différents membres de la famille E2F. Ainsi, par exemple, E2F1, 2 et 3 
sont préférentiellement inhibés par RB, alors que E2F4 et 5 sont le plus souvent retrouvés liés 
à p107 et p13023. De manière intéressante, p107 et p130 peuvent également agir en tant 
pocket A pocket B CDNDp107
CDp130 pocket A pocket BND
pocket A pocket BNDRB CD
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qu’inhibiteurs des CDKs en liant directement des complexes cycline-CDK24-26, une fonction 
supplémentaire permettant le contrôle du cycle cellulaire qui n’est pas partagée avec RB27. 
De plus en plus d’évidences tendent à démontrer que cette famille joue également un 
rôle important dans la régulation de la structure génomique. A titre d’exemple, des fibroblastes 
de souris n’exprimant aucun des trois membres de la famille de RB accumulent des dommages 
à l’ADN ainsi que des cassures des chromatides et des défauts de cohésion des chromatides 
lorsqu’elles entrent en division28. Le rôle de p107 et p130 dans l’organisation de la chromatine 
est encore peu connu. En revanche, de nombreuses molécules impliquées dans le remodelage 
de l’ADN ont été décrite comme partenaires d’interaction de RB, telles que des histones 
déacétylases nommées HDACs (en anglais histone deacetylase), la protéine de 
l’hétérochromatine HP1 (en anglais, heterochromatin protein 1), la protéine ADN 
méthyltransférase DNMT1 (en anglais, DNA (cytosine-5)-methyltransferase 1)29. Il semblerait 
que la relation entre RB et ces protéines favorise la formation d’hétérochromatine afin d’aider 
à la répression transcriptionnelle des gènes qu’il contrôle29,30. L’un des exemples les mieux 
étudiés dernièrement est le remaniement des gènes E2F dans la sénescence conduisant à la 
formation de focis d’hétérochromatine, appelés les SAHF (en anglais, senescence associated 
heterochromatin foci), dont nous approfondirons le mécanisme de formation dans un prochain 
chapitre31. 
En conclusion, cette famille de protéines constitue un élément central de la régulation 
de la prolifération cellulaire ainsi que de l’organisation de la structure génomique. On 
comprend dès lors pourquoi RB est retrouvé si souvent muté dans de nombreux cancers et 
l’intérêt de la recherche pour la compréhension de ses activités biologiques.  
1.3.2.2 Les facteurs de transcription E2F 
La famille des protéines E2F est une famille de facteurs de transcription dont le 
premier membre a été identifié comme étant l’élément cellulaire essentiel à l’activation du 
promoteur de la protéine virale E232. Depuis, jusqu’à huit membres ont été décrits dans la 
littérature, numérotés 1 à 8, à l’exception de E2F3 dont il existe deux isoformes  appelés 3a et 
3b33. Classiquement, ces protéines peuvent être divisées en deux groupes : les E2F1 à 5 qui 
furent été les premiers à être découverts et dont le rôle est le mieux connu, et les E2F6, 7 et 8 
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qui n’ont été découvert que plus récemment et dont le rôle demeure encore incertain. De 
manière intéressante, tous les E2F sauf E2F7 et 8 ont besoin de dimériser avec la protéine DP 
(en anglais dimerization factor protein), dont il existe trois isoformes (DP1, 2/3 et 4), afin de 
pouvoir lier l’ADN. Toutefois, le rôle de DP dans la modulation de l’activité des E2F n’est pas 
complètement compris34-36. De plus, chaque E2F présente des mécanismes d’action différents 
en raison, entre autres, de leurs structures spécifiques. 
1.3.2.2.1 Structure des facteurs E2F 
Le plus haut degré d’homologie existant entre tous les E2F réside dans leur site de 
liaison à l’ADN qui leur permet de lier la séquence consensus TTTxxCGC, où T est une 
thymine et x représente une guanine (G) ou une cytidine (C) (figure 1.3)37. Cette région 
conservée pourrait en partie expliquer le haut degré de similarité que l’on observe entre les 
groupes de gènes que certains E2F peuvent lier. Néanmoins, une étude a révélé que, parmi ces 
gènes, seul un faible pourcentage contenait ce site consensus38. Ainsi, selon ce groupe, le 
recrutement des facteurs E2F sur le promoteur de leurs gènes cibles dépend, d’une part, de la 
présence de ce site consensus mais également des différents partenaires d’interaction de 
chaque E2F via des domaines de liaison37. 
Mis à part cette région commune, d’autres domaines propres à chaque E2F peuvent 
être décrits (figure 1.3). Entre autres, seuls les E2F 1 à 6 possèdent un site de dimérisation 
avec les protéines DP33. En revanche, ces deux facteurs ont été observés comme pouvant 
homo- ou hétérodimériser l’un avec l’autre39-41. Aussi, et de manière très intéressante, seuls les 
E2F1 à 5 possèdent un domaine de liaison avec les protéines du rétinoblastome. Plus 
précisément, il a été observé que les E2F1, 2 et 3 ne se lient qu’à RB alors que les E2F4 et 5 
sont capables de lier les trois protéines du rétinoblastome, avec une préférence pour p107 et 
p13023. Ceci suggère que ces facteurs-ci jouent un rôle potentiellement plus important dans la 
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Figure 1-3: Structure des facteurs de transcription E2F 
DBD = DNA binding site ; DIM = domaine de dimérization avec les 
protéines DP ; NLS = signal de localisation nucléaire ; NES = signal 
d’export nucléaire. Inspiré de DeGregori et al., 200633. 
 
1.3.2.2.2 Fonction des facteurs E2F 
Chaque E2F possède un mécanisme d’action différent. Il est d’ailleurs possible de les 
classer en différents groupes selon leur activité transcriptionnelle. Typiquement, les E2F1 à 3 
(3a) sont décrits comme des facteurs activateurs de la transcription dont l’expression varie en 
fonction du cycle cellulaire avec une expression maximale en fin de phase G1 et en début de 
phase S. Les E2F3b, 4 et 5 sont, quant à eux, des inhibiteurs de leurs gènes cibles lorsqu’ils 
sont associés aux protéines du rétinoblastome. Leur expression est constitutive mais leur 
activité inhibitrice apparait surtout lorsque les cellules sont quiescentes ou en début de phase 
G1. Pour finir, les E2F6, 7 et 8 fonctionnent également comme des inhibiteurs de la 
transcription mais indépendamment des membres de la famille de RB. Très peu de choses sont 
d’ailleurs actuellement connues sur le rôle de ces trois nouveaux facteurs de transcription 33. 
 
E2F1 et 2 DBD DIM
E2F3a DBD DIM
DBD DIME2F3b
DBD DIME2F4 et 5
DBD DIME2F6








NLS NES Site de liaison à la famille de RB
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Les premières expériences servant à déterminer les gènes cibles des E2F se basaient 
sur la présence ou non du site consensus de fixation des E2F au niveau des promoteurs des 
gènes étudiés42. Des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine ont démontré par la 
suite avec de plus en plus de fidélité que la quantité de gènes régulés par les E2F ne se limite 
pas seulement à ceux contenant un site consensus. De plus, ces expériences ont révélé qu’il 
existe une forte similarité parmi les gènes liés par chaque E2F38. De manière générale, les E2F 
sont impliqués dans le contrôle de nombreuses fonctions cellulaires telles que le cycle 
cellulaire, la synthèse et la réparation de l’ADN, l’apoptose et la différenciation (table 1.1). 
Certaines de leurs fonctions ont été caractérisées mieux que d’autres. Entre autres, le facteur 
E2F1 est connu non seulement pour favoriser la prolifération cellulaire mais également pour 
son rôle paradoxal de facteur pro-apoptotique43. La décision d’E2F1 d’induire l’une ou l’autre 
de ces réponses est contexte-dépendante et les mécanismes qui la régulent demeurent encore 
obscures43 mais ceci reflète bien la complexité de ces facteurs de transcription parmi les 
processus cellulaires qu’ils contrôlent. 
L’une des fonctions les plus étudiées de ces facteurs de transcription demeure leur 
implication dans la transition de la phase G1 à la phase S du cycle cellulaire. En effet, de 
nombreux gènes nécessaires à sa réalisation sont des cibles des E2F44. Ainsi, pour résumer, la 
synchronisation du cycle cellulaire et plus précisément, dans ce cas-ci, l’entrée en phase S 
repose sur un contrôle précis de l’activité des E2F grâce aux protéines de la famille de RB, qui 
sont elles-mêmes régulées par les complexes cycline-CDK. Nous proposons maintenant de 
voir en détails les étapes de cette transition.  
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Table 1-1: Liste non exhaustive des gènes cibles des E2F 
Adapté de Bracken et al., 200444 
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1.3.2.3 La transition G1/S 
Au début de la phase G1, la protéine RB se lie aux facteurs E2F afin d’en inhiber 
l’activité. En présence de signaux mitogènes, certains éléments clés à l’initiation du cycle 
cellulaire sont exprimés. C’est le cas, par exemple, lors de l’activation du facteur de 
transcription MYC par une voie de signalisation pro-proliférative de MAP kinases (en anglais, 
mitogene activated kinase) qui conduit à la transcription des gènes cycline D, cycline E, 
CDC25A, CDK4 et E2F45. Les phosphatases CDC25 peuvent alors lever les phosphorylations 
inhibitrices des CDK qui seront ensuite activées grâce à leur liaison avec la cycline D dans le 
cas de CDK4 et 6, et la cycline E dans le cas de CDK2. L’activation des complexes cycline 
D/CDK4-6 initie ensuite un processus de phosphorylation de RB qui entraîne la dissociation 
de certains complexes RB/E2F. Ceci permet une activité transcriptionnelle partielle des gènes 
cibles des E2F. Une phosphorylation supplémentaire de RB par le complexe cycline E/CDK2 
mènera ensuite à la libération complète des E2F et donc à une activité transcriptionnelle 
complète (figure 1.4)46.  La cellule entre alors dans la phase S du cycle cellulaire. Lorsque le 
cycle cellulaire est terminé et la cellule de retour en phase G1, RB doit être déphosphorylé afin 
de se réassocier avec les facteurs E2F et en inhiber à nouveau leur activité. Cette 
déphosphorylation est effectuée par la phosphatase PP1α (en anglais protein phosphatase 1α) 
qui rétablit alors le contrôle de la phase S par RB47.  
 
 
Figure 1-4: mécanisme de régulation des E2F par RB 
Adapté de Dick and Rubin 2013 18. 
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La régulation du cycle cellulaire, et dans le cas présent du passage de la phase G1 à la 
phase S, se résume donc à une série de réactions en chaîne dont l’une ne peut se réaliser que si 
la précédente a été complétée. Ce mécanisme de transition est un parfait point de contrôle pour 
la cellule qui peut bloquer une étape à tout moment et ainsi arrêter rapidement la division 
cellulaire lorsque ceci est nécessaire. C’est le principe utilisé par la cellule afin de se défendre 
contre une éventuelle transformation en induisant, par exemple, un arrêt permanent du cycle 
cellulaire. Par définition, cet arrêt permanent en phase G1 est appelé sénescence. La 
compréhension des mécanismes qui la régulent est donc d’intérêt majeur en oncologie afin de 
développer des approches thérapeutiques ayant pour but de provoquer un tel arrêt de 
prolifération des cellules cancéreuses. 
1.4 La sénescence 
De nombreux stress intra ou extracellulaires sont susceptibles d’induire l’apparition 
d’anomalies dans l’ADN qui peuvent entraîner la modification ou l’activation de voies de 
signalisation cellulaires. Dans certains cas, ces anomalies passent inaperçues et ne modifient 
en rien le comportement cellulaire. Dans d’autres situations, ces défauts mènent à un arrêt 
passager du cycle cellulaire afin que la cellule puisse les réparer. Il se peut, finalement, que la 
cellule soit démunie face à l’importance de ces anomalies et estime constituer un danger pour 
elle-même et/ou son environnement. Dans ce cas-ci, deux options s’offrent à elle: l’apoptose 
ou la sénescence. Au cours de ces travaux, nous nous sommes concentrés sur la sénescence 
dont nous allons maintenant voir une description détaillée. 
1.4.1 Généralités 
Le terme « sénescence cellulaire » fut utilisé pour la première fois en 1961 lorsque 
Leonard Hayflick constata que des fibroblastes en culture ne se divisent pas indéfiniment48. 
On sait aujourd’hui que ce phénomène, appelé la limite de Hayflick, est dû à une érosion de 
l’extrémité des chromosomes après chaque division cellulaire49-52.  
En effet, l’extrémité des chromosomes, appelée télomère, consiste en la répétition de la 
séquence TTAGGG et nécessite une enzyme particulière pour être renouvelée lors de la 
réplication de l’ADN : la télomérase53. Lors du développement embryonnaire, l’expression de 
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la télomérase est grandement diminuée dans la majorité des cellules somatiques54. Par 
conséquent, les télomères s’érodent au cours des divisions cellulaires successives jusqu’à 
atteindre une limite résultant en un arrêt permanent de la prolifération cellulaire. Cet arrêt 
permanent est appelé « sénescence réplicative »54. 
Il est d’ailleurs important de mentionner que la télomérase est réexprimée dans de 
nombreux types de cancers, leur permettant d’échapper à la sénescence réplicative. Ceci 
explique d’ailleurs, en partie, le caractère immortel des cellules cancéreuses55. 
Le dysfonctionnement des télomères n’est que l’un des nombreux stimuli pouvant 
induire la sénescence cellulaire. Par exemple, son activation peut se faire grâce à un traitement 
prolongé avec des agents génotoxiques ou par irradiation ionisante56. Un stress oxydatif, c’est 
à dire la présence accrue d’espèces réactives d’oxygène (ROS en anglais pour reactive oxygen 
species) dans la cellule, peut également mener à la sénescence. De manière générale, comme 
nous le verrons plus tard, une perturbation environnementale conduisant à l’apparition de 
dommages à l’ADN persistants est susceptible d’induire la sénescence dans des cellules 
diploïdes normales ainsi que dans certaines cellules cancéreuses56. 
La cellule peut également entrer en sénescence lorsqu’elle se trouve en présence d’un 
signal mitogène chronique. En effet, par définition, un oncogène est un gène régulant 
positivement la prolifération cellulaire. On s’attendrait donc à ce que l’expression d’une forme 
constitutivement active d’un oncogène dans des cellules normales en culture provoque une 
hyperprolifération des cellules. Or ceci provoque, en fait, un arrêt permanent de la 
croissance57. Ce constat est de grande importance puisqu’il permet d’affirmer qu’une seule 
mutation menant à l’activation permanente d’un oncogène dans une cellule n’est pas suffisant 
à sa transformation tumorale. Ce phénomène est appelé sénescence induite par un oncogène ou 
OIS (en anglais, oncogene-induced senescence). Ainsi, d’autres mutations dans les voies de 
régulation de la sénescence sont indispensables afin de rendre ce mécanisme de défense inactif 
et permettre à la cellule de proliférer indéfiniment. 
Dans tous les cas, la mise en place de la sénescence requiert l’activation de nombreuses 
voies de signalisation cellulaires dont les principaux effecteurs sont les suppresseurs de tumeur 
p53 et RB (en anglais, retinoblastoma protein) ainsi que la voie de signalisation des 
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dommages à l’ADN. Dans les prochains paragraphes, les différents éléments impliqués dans la 
régulation de la sénescence seront présentés ainsi que leurs caractéristiques principales. 
1.4.2 Caractéristiques des cellules sénescentes 
Alors que la sénescence cellulaire peut être induite par une grande variété de 
conditions, les cellules sénescentes ne possèdent pas de caractéristique qui leur soit unique à 
proprement parler. En revanche, un ensemble de points communs nous permet de les identifier 
in vitro ou in vivo. 
Tout d’abord, la sénescence cellulaire consiste en un arrêt permanent en phase G1 du 
cycle cellulaire. Ce détail est important car il constitue une différence entre les cellules 
sénescentes et les cellules quiescentes qui sont, elles, en retrait du cycle cellulaire, ou plus 
précisément en phase G0. L’une des différences essentielles entre ces deux situations est le fait 
que les cellules quiescentes réintègreront le cycle cellulaire lorsqu’elle seront soumises à des 
signaux physiologiques pro-croissants. En revanche, les cellules sénescentes sont dans un état 
d’arrêt permanent de leur division. De plus, les cellules sénescentes conservent une activité 
métabolique alors que les cellules quiescentes sont dites latentes, avec un métabolisme très 
ralenti58. 
L’établissement de la sénescence s’accompagne aussi de changements 
morphologiques. Ainsi, lorsqu’une cellule normale entre en sénescence, celle-ci devient plus 
large, plus aplatie et peut devenir multinucléée. Certains marqueurs cytochimiques sont 
également utilisés pour distinguer les cellules sénescentes tel que la coloration au X-gal à pH 
acide59. Ce test consiste à donner aux cellules un dérivé de sucre, le X-gal, dont la lyse par la 
béta-galactosidase provoquera l’apparition d’une coloration bleue. Ceci permet de mettre en 
évidence une augmentation de l’activité de la béta-galactosidase lysosomale associée à la 
sénescence. Ce marqueur de sénescence est communément appelé en anglais senescence-
associated beta-Galactosidase  (SA-β-Gal). Bien que l’implication de la béta-galactosidase 
dans la régulation de la sénescence n’aie pas encore été démontrée, on sait néanmoins que 
l’augmentation de son activité résulte d’une expansion du compartiment lysosomal de la 
cellule sénescente accompagnée d’une augmentation d’expression du gène GLB1 codant pour 
la béta-galactosidase60. 
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Les cellules sénescentes se caractérisent également par la présence de nombreux foci 
de dommages à l’ADN50,61-63. Cette particularité témoigne d’une accumulation de dommages à 
l’ADN dans ces cellules dont la présence active des voies de signalisation antiprolifératives 
contribuant à la sénescence. C’est pourquoi, comme nous le verrons plus loin, la réponse aux 
dommages à l’ADN peut jouer un rôle important dans l’établissement et/ou le maintien de la 
sénescence. 
Les cellules sénescentes sont aussi caractérisées par des remaniements de la structure 
de la chromatine. En particulier, il est souvent possible d’observer des foci de condensation 
d’ADN que l’on appelle SAHF 64,65, enrichis en protéines associées à l’hétérochromatine telles 
que le variant de l’histone H3 méthylé sur sa lysine 9 ou encore la protéine  HP131. Le 
remodelage de la chromatine, et plus particulièrement la formation de ces SAHF, est un 
évènement important dans la régulation de la sénescence. Ces mécanismes seront vus plus en 
détails ultérieurement. 
Également, l’une des spécificités importantes des cellules sénescentes est le fait que 
ces cellules sécrètent de nombreux facteurs proinflammatoires66,67. Ce caractère sécrétoire, 
appelé le SASP (en anglais, senescence associated secretory phenotype), est une 
caractéristique essentielle des cellules sénescentes qui peut avoir des effets non négligeables 
sur l’organisme. Pour ces raisons, nous discuterons de ce SASP plus en détails ultérieurement. 
Pour finir, l’induction de la sénescence s’accompagne de l’activation d’un réseau de 
suppresseurs de tumeurs impliquant, entre autres, deux voies majeures que sont les cascades 
d’activation de p53/p21 et de p16INK4A/RB1. Étant donné l’implication importante de ces voies 
dans la sénescence, celles-ci seront décrites plus en détails dans les sections suivantes. 
1.4.3 Le rôle de la réponse aux dommages à l’ADN dans la sénescence 
Afin de préserver l’intégrité de son génome, sans aucun doute son matériel le plus 
précieux, la cellule réagit rapidement à toute forme de dommage apparaissant dans la double 
hélice d’ADN. Cette réaction est possible grâce à une voie de signalisation très conservée dans 
l’évolution que l’on appelle la réponse aux dommages à l’ADN, ou DDR (en anglais, DNA-
damage response), dont le rôle consiste à arrêter, au moins temporairement, la prolifération 
cellulaire afin de permettre la réparation de l’ADN endommagé (figure 1.5). 
  19 
1.4.3.1 La réponse aux dommages à l’ADN 
De nombreuses protéines font partie de la DDR que l’on peut regrouper en quatre 
classes distinctes en fonction de leur rôle68. On retrouve ainsi les senseurs qui sont les 
premières molécules activées lors de l’apparition de dommages dans l’ADN. Ils sont 
constitués principalement des protéines Rad9, Rad1, Hus1 et Rad1768. RAD9, RAD1 et HUS1 
sont connus pour former un complexe hétérotrimérique, appelé le complexe 9-1-169, recruté 
aux sites d’ADN endommagé par RAD17 70,71. 
À ces senseurs viennent s’associer des médiateurs qui faciliteront l’activation de 
transducteurs, en particulier en renforçant les interactions entre ces transducteurs et les 
senseurs. Parmi les médiateurs principaux, on peut citer la protéine de liaison à p53 appelé 
53BP1 (en anglais, p53 binding protein 1)72, MDC1 (en anglais, mediator of DNA damage 
checkpoint 1) qui permet le recrutement du complexe MRN (MRE11-Rad50-NBS1)73,74, 
TOPBP1 (en anglais, topoisomerase binding protein 1)75 et BRCA1 (en anglais, breast cancer 
susceptibility gene 1)76. Plus récemment, notre laboratoire a identifié la protéine SOCS1 (en 
anglais, suppressor of cytokine signaling 1) en tant que nouveau médiateur de la DDR et qui 
favorise la phosphorylation de p53 par ATM (en anglais, ataxia telangiectasia mutated)77. 
Pour leur part, les transducteurs sont constitués des protéines kinases ATM, ATR (en 
anglais, ataxia telangiectasia and Rad3-related), CHK1 (en anglais, checkpoint kinase 1) et 
CHK2 (en anglais, checkpoint kinase 2) qui mèneront à l’activation d’effecteurs qui 
moduleront ainsi la DDR68. Les effecteurs principaux que l’on retrouve sont le facteur de 
transcription p53 et la famille des phosphatases CDC25, dont l’activation pour le premier et la 
dégradation pour le second sont responsables de l’arrêt du cycle cellulaire nécessaire à la 
réparation de l’ADN68. Ces molécules appartiennent à deux voies de signalisation majeures de 
la sénescence, p5/3/p21 et p16ink4a/RB, mentionnées précédemment et qui seront détaillés dans 
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Figure 1-5: la voie de signalisation en réponse aux dommages à l’ADN 
 
1.4.3.2 L’implication de la DDR dans la sénescence 
Comme nous le disions précédemment, le rôle de la DDR consiste à reconnaître les 
dommages à l’ADN, ceci dans le but d’arrêter l’utilisation d’un ADN défaillant au sein de la 
cellule mère et d’en éviter sa propagation aux cellules filles. Cet arrêt permet aussi le 
processus de réparation de l’ADN. Il se peut néanmoins que les dommages causés se révèlent 
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cas, l’arrêt prolifératif se révèle devenir permanent et la cellule active alors un programme de 
sénescence ou de mort programmée (l’apoptose). 
La sénescence réplicative est probablement l’exemple de sénescence induite par des 
dommages à l’ADN le mieux décrit dans la littérature. Succinctement, un chromosome 
d’ADN est constitué de deux simples brins interagissant ensemble dont les extrémités, 
appelées télomères, sont formées de séquences répétées. Afin que les extrémités des brins 
d’ADN du chromosome ne soient pas détectées comme une cassure dans la structure de 
l’ADN, l’un des deux télomères est plus long que l’autre et se replie pour cacher à la cellule la 
terminaison chromosomique78. Ces séquences répétées nécessitent un système de réplication 
particulier pour être maintenues et allongées. Cela implique l’enzyme télomérase dont 
l’expression est fortement diminuée dans la majorité des cellules somatiques lors du 
développement embryonnaire54. Ainsi, lorsque cette enzyme n’est plus exprimée, les 
télomères ne peuvent plus être synthétisés en totalité et sont alors érodés au fil des réplications 
du génome lors des divisions cellulaires. Après un certain nombre de divisions, l’extrémité des 
chromosomes n’est plus assez protégée. La cellule la détecte alors comme une brisure du 
matériel génétique irréparable et provoque un arrêt permanent du cycle cellulaire50,54. 
De plus en plus d’études tendent à démontrer que la DDR est également impliquée 
dans l’établissement et le maintien de la sénescence prématurée. Trois études se sont 
principalement intéressées à l’OIS et ont démontré que la sénescence induite par l’expression 
d’oncogènes tels que SAT5A (en anglais, Signal Transducer and Activator of Transcription 
5), E2F1, RASV12 (la forme mutant active de RAS), CDC6 (en anglais cell division cycle 6) 
ou encore la cycline E, peut être contournée en inhibant l’expression d’ATM ou CHK2 avec 
un ARN en épingle à cheveux (ou shRNA, en anglais, short hairpin RNA) et donc la 
DDR61,63,79. Selon deux de ces études, les dommages à l’ADN semblent d’ailleurs être causés 
par une hyperprolifération incontrôlée dûe à l’expression de l’oncogène entraînant des 
anomalies de réplication dans l’ADN et des brisures du matériel génétique61,79. 
Plus récemment, deux autres études ont avancé une seconde hypothèse sur l’origine 
des dommages à l’ADN dans l’OIS en démontrant que l’OIS s’accompagne d’une diminution 
du métabolisme des nucléotides, empêchant ainsi la réparation de l’ADN brisé80,81. Cette 
hypothèse semble valable tant in vivo qu’in vitro puisque RRM2 (en anglais, ribonucleotide 
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reductase subunit M2), un gène impliqué dans la synthèse de certains nucléotides, est réprimé 
dans les cellules sénescentes des grains de beauté (aussi appelés nevi) et que sa répression 
dans des mélanocytes en culture est nécessaire et suffisante à l’établissement de la 
sénescence81. 
En conclusion, la DDR est activée dans la plupart des types de sénescence décrits à ce 
jour et son implication dans l’établissement et le maintien de la sénescence est de mieux en 
mieux démontrée. Comme nous l’avons mentionné, sa signalisation implique les voies de p53 
et de RB, conduisant à un arrêt du cycle cellulaire. Il existe également d’autres situations dans 
lesquelles est impliquée la DDR telle que la restructuration de la chromatine. En particulier, 
lors de l’OIS, on peut observer l’apparition de foci d’hétérochromatine, les SAHF, dont nous 
proposons maintenant d’expliquer la formation et le rôle dans ce contexte. 
1.4.4 Le rôle des SAHF dans la sénescence 
Dans la cellule, l’ADN est enroulé autour d’octamères d’histones formant ainsi l’unité 
de base de la chromatine que l’on nomme le nucléosome82. Ces histones peuvent être 
chimiquement modifiées afin de réguler la condensation de la chromatine qui peut exister sous 
deux formes : une forme décondensée favorable à la transcription mais sensible aux cassures, 
l’euchromatine, et une forme hypercondensé moins fragile et transcriptionnellement inactive, 
l’hétérochromatine83. L’établissement de l’OIS s’accompagne de changements importants de 
la structure de la chromatine. L’un des plus frappants est l’apparition de foci 
d’hétérochromatine, les SAHF, que l’on peut observer au microscope en colorant l’ADN au 
4’-6-diamidino-2-phenylindole (DAPI)31.  
L’un des travaux effectués dans le cadre de cette thèse concerne le suppresseur de 
tumeur PML (en anglais, promyelocytic leukemia) qui est impliqué dans la formation des 
SAHF. Nous en expliquons maintenant leur formation (figure 1.6) et leur rôle dans la 
sénescence. Nous reviendrons sur leur modèle de formation tel que connu jusqu’à présent lors 
de la discussion. 
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1.4.4.1 La formation des SAHF 
Un SAHF est issu du remodelage de la région d’un seul chromosome sous forme très 
dense d’hétérochromatine et contient des gènes cibles des facteurs de transcription E2F qui 
sont, comme nous l’avons déjà mentionné, impliqués dans la régulation de la prolifération 
cellulaire31. Nous appellerons ces gènes par la suite les « gènes E2F ». L’un des premiers 
évènements apparaissant dans la formation des SAHF est la phosphorylation de la chaperone 
d’histone HIRA ( en anglais, histone cell cycle regulation defective A) par la kinase GSK3β 
(en anglais, glycogen synthase kinase-3 beta) provoquant sa relocalisation dans des structures 
nucléaires sphériques constituées de la protéine PML, appelées corps de PML84. 
Par la suite, HIRA interagit avec la chaperone d’histone ASF1a (en anglais, anti-
silencing function 1a) pour permettre l’intégration du variant d’histone H3.3 dans la 
chromatine. Le mécanisme de recrutement du complexe HIRA/ASF1a/H3.3 aux gènes E2F est 
encore obscur. Une équipe a cependant proposé un lien entre HIRA et la protéine RB, 
impliquée dans la régulation de ces gènes, via la protéine DNAJA2 qui peut être un partenaire 
d’interaction de ces deux molécules85. 
Lorsque l’histone H3.3 est intégrée dans la chromatine, celle-ci est méthylée sur sa 
lysine 9 par l’histone méthylase SUV39h1 (en anglais, suppressor of variegation 3-9, homolog 
of 1) recrutée par RB86. Ceci permet la formation du marqueur typique de l’hétérochromatine 
triméthyl-H3K9, noté H3K9me3, dont la présence permet l’intégration d’un autre marqueur 
caractéristique de l’hétérochromatine, HP186. Finalement,  les protéines HMGA1 et 2 (en 
anglais, high mobility group AT-hook protein) et le variant d’histone macroH2A viennent 
compléter les éléments de l’hétérochromatine du SAHF connus à ce jour64,87. 
De manière intéressante, HP1 peut elle-même interagir avec SUV39h1. Cette dernière 
peut alors méthyler une histone H3.3 voisine qui recrutera à nouveau une autre protéine HP1 
et ainsi de suite. Ceci permet de propager la formation d’hétérochromatine le long du 
chromosome jusqu’à ce que SUV39h1 rencontre une histone H3.3 acétylée, auquel cas cette 
histone ne sera pas méthylée et la propagation de l’hétérochromatine s’arrêtera88.  
Récemment, une étude a apporté un élément supplémentaire à propos de l’organisation 
des SAHF. Chandra et al. ont, en effet, démontré qu’un SAHF est constitué de deux couches 
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principales consistant en un centre formé d’ADN intergénique compacté ainsi que du 
marqueur de l’hétérochromatine H3K9me3. Ce centre est ensuite entouré d’une deuxième 
épaisseur d’hétérochromatine au sein de laquelle localise l’histone H3 tri méthylée sur sa 
lysine 27 (H3K27me3)89. Bien que ce marqueur soit un signe de répression de la transcription, 
tout comme H3K9me3, la raison pour laquelle ces deux variants d’histone sont organisés en 
deux couches distinctes demeure inconnue et nécessite plus de recherche. 
 
Figure 1-6: La formation de SAHF 
1.4.4.2 L’implication des SAHF dans la sénescence 
L’activation permanente d’un oncogène, en raison d’une mutation par exemple, est un 
signal de prolifération cellulaire constante et mène à l’établissement de l’OIS dans des cellules 
diploïdes normales. Plus précisément, la cellule procède à une hyper-réplication de son 
génome caractérisée par l’apparition de multiples fourches de réplication au niveau des 
promoteurs. Ceci provoque une altération de leur progression ainsi qu’une synthèse partielle 
d’ADN. Cet ADN est alors détecté par la cellule comme étant endommagé, ce qui mène à 
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encore comment l’expliquer, ATR semble jouer un rôle essentiel dans la formation des SAHF 
puisque son inhibition empêche leur organisation65. De plus, l’activation d’ATR en absence de 
dommages à l’ADN est suffisant pour l’induction de ces foci91. En parallèle, il semble que 
l’activation de la voie p16ink4a/RB soit également indispensable à la formation des SAHF. En 
effet, l’inhibition de p16ink4a est suffisante pour mener à leur abolition, bien qu’ici 
également, on ne soit pas encore en mesure d’expliquer cette observation31. 
Deux hypothèses sont aujourd’hui avancées quant au rôle que jouent les SAHF dans 
l’établissement de la sénescence. La première, proposée par Narita et al., stipule que la 
formation de ces régions d’hétérochromatine se situe au niveau des gènes E2F qui, rappelons-
le, régulent le cycle cellulaire. Ceci favorise alors l’inhibition de leur expression et donc 
l’établissement et le maintien de la sénescence31. Une deuxième hypothèse a récemment été 
avancée par Di Micco et al. selon laquelle la formation de ces SAHF permet d’éviter la 
propagation de dommages à l’ADN et donc de protéger le génome. Ils proposent ainsi qu’il 
existe un équilibre entre la quantité de dommages à l’ADN et l’hétérochromatine dans l’OIS. 
Cet équilibre peut être rompu in vitro et mener tantôt à la transformation tumorale, si la DDR 
est inactivée, ou à l’apoptose, si l’hétérochromatine ne se forme pas65. 
Pour conclure, il est important de mentionner que ce ne sont pas tous les types de 
sénescence qui induisent la formation de SAHF, ce qui laisse sous-entendre que leur rôle dans 
le maintien et l’établissement de la sénescence n’est peut-être pas aussi important que l’on 
pourrait le croire. Il n’en demeure pas moins qu’un remodelage de la chromatine majeur 
s’effectue lorsqu’il y a des changements de comportement cellulaire, tels que la sénescence ou 
la transformation tumorale, dont de nombreux laboratoires s’inspirent pour essayer de 
développer de nouvelles approches thérapeutiques. La compréhension de ces mécanismes 
demeure donc un axe de recherche important. 
1.4.5 Le rôle des suppresseurs de tumeur p53 et RB dans la sénescence 
L’induction et le maintien de la sénescence sont principalement assurés par les voies 
majeures p53/p21 et p16INK4a/RB66. Bien que ces deux voies puissent s’entrecroiser, chacune 
est en mesure d’inhiber la progression du cycle cellulaire indépendamment de l’autre66. De 
plus, selon l’espèce, le type cellulaire ou la nature du stress, l’implication de l’une ou de 
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l’autre de ces voies peut varier. Par exemple, chez l’humain comme chez la souris, l’activation 
d’une seule des deux voies est suffisante à l’induction de la sénescence induite par l’oncogène 
RASV12. En revanche, l’échappement à cette sénescence nécessite l’inhibition des deux voies 
chez l’humain alors que l’inactivation d’une seule des deux est suffisante chez la souris57.  
1.4.5.1 La voie p53/p21 dans la sénescence 
La protéine p53, le suppresseur de tumeur le plus étudié, est un facteur de transcription 
considéré comme le gardien du génome92. Lorsque la cellule est soumise à un stress 
(dommages à l’ADN, activation d’un oncogène, hypoxie), p53 est activé par phosphorylation, 
principalement via les kinases ATM et ATR de la DDR, afin d’engendrer diverses réponses 
cellulaires dont le but est de freiner la prolifération93. En tant que facteur de transcription, p53 
régule l’expression de gènes directement impliqués dans l’arrêt du cycle cellulaire telle que la 
CKI p21 qui inhibe les complexes cycline D/CDK4-6 et cycline E/CDK2 et donc la transition 
G1/S du cycle cellulaire (figure 1.7)94. Parmi les cibles de p53 se trouve également 
GADD45α ( Growth arrest and DNA-damage-inducible 45 α ) qui contribue à l’établissement 
de la sénescence induite par RASV12, notamment en activant les kinases JNK (aussi appelé 
MAPK8 pour, en anglais, mitogen-activated protein kinase 8) et p38 (aussi appelé MAPK14 
pour, en anglais, mitogen-activated protein kinase 14)95. Finalement, p53 régule l’expression 
de PIA-1 (en anglais, plasminogen activator inhibitor 1), dont le rôle est d’inhibier la protéase 
uPA (en  anglais, urokinase-type plasminogen activator) qui favorise l’entrée en phase S, et le 
suppresseur de tumeur PML dont nous parlerons par la suite96,97. Le fait que p53 soit muté 
dans environ 50% des tumeurs contribue à le considérer comme un élément essentiel du 
maintien de l’intégrité génomique98. 
1.4.5.2 La voie p16ink4a/RB dans la sénescence 
La protéine RB constitue avec p53 le second suppresseur de tumeur principal de la 
cellule. Comme nous l’avons expliqué précédemment, RB agit directement sur le cycle 
cellulaire en inhibant les E2F. Lorsque la cellule est soumise à un stress tel que l’activation 
permanente d’un oncogène, on observe une augmentation d’expression de la CKI p1699. Cette 
CKI  inhibe le complexe cycline D/CDK4-6 ce qui maintient alors RB sous sa forme 
hypophosphorylée inhibitrice des E2F. La protéine p16 est un produit du locus INK4b-ARF-
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INK4a, lequel code pour deux autres protéines : la protéine p15INK4b et la protéine ARF (en 
anglais alternative reading frame) dont l’expression est également augmentée lors de l’OIS1. 
De manière intéressante, ARF est un inhibiteur de l’E3 ubiquitine ligase MDM2 dont le rôle 
est de cibler p53 au protéasome pour le dégrader. Par conséquent son expression lors de l’OIS 
permet une stabilisation de p53 et donc un renforcement de la sénescence. 
On constate ainsi que ces deux voies de signalisation se rejoignent puisqu’elles 
assurent et maintiennent toutes deux l’hypophosphorylation de RB grâce à l’expression de 
CKIs favorisant ainsi l’inhibition de la prolifération cellulaire (figure 1.7). Pour finir, il est 
important d’ajouter que même si la plupart des exemples de sénescence étudiés ont montré une 
activation de p53/p21 et/ou de p16INK4a/RB, il semblerait que, dans certains contextes, les 
cellules puissent devenir sénescentes indépendamment de ces voies100,101. Ces études 
soulèvent la possibilité que d’autres voies de signalisation indépendantes de p53/p21 et 
p16INK4a/RB agissent en tant que régulatrices de la sénescence. 
 
Figure 1-7: les voies de signalisation de p53/p21 et p16ink4a/RB dans la 
sénescence 
En orange, apparaît la voie de p53. En vert, apparaissent les éléments de 
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1.4.6 La sénescence in-vivo 
Les premières expériences qui ont permis à Hayflick de mettre en évidence la 
sénescence réplicative ont été réalisées à partir de cellules en culture. Depuis, la majorité des 
études qui ont contribué à la compréhension de ce mécanisme antiprolifératif a été réalisée 
dans des conditions similaires. Ces dernières années, les avancés technologiques et la 
découverte de biomarqueurs de la sénescence ont permis de mettre en évidence la présence de 
cellules sénescentes entre autres chez les rongeurs, les primates et les humains dans de 
nombreux organes tels que la peau, la prostate, le poumon ou encore le foie102. Le 
développement de modèles murins a également permis de montrer l’importance de la 
sénescence in vivo. Ainsi, alors que l’on retrouve très peu de cellules sénescentes dans les 
organismes jeunes, celles-ci s’accumulent à mesure que l’on vieillit66. De plus, ces cellules 
s’accumulent dans les tissus atteints par des maladies chroniques associées au vieillissement 
telles que l’ostéoarthrite ou l’arthérosclérose103,104. Les cellules sénescentes pourraient donc 
être liées au vieillissement et aux maladies qui lui sont associées. 
En revanche, des cellules sénescentes ont également été trouvées dans des lésions 
bénignes dysplasiques ou prénéoplasiques105,106 ainsi que dans l’hyperplasie bénigne de la 
prostate107 et les naevi mélaniques108. Ce constat suggère qu’in vivo, la sénescence peut être 
utilisé comme une barrière à la progression des cellules vers une transformation maligne. 
Selon les observations précédentes, les cellules sénescentes ont donc un rôle positif 
antitumoral pour l’organisme mais peuvent également nuire à celui-ci dans certaines 
situations, par exemple lors de leur accumulation pendant le vieillissement ou même lors de 
leur apparition après un traitement chimiothérapeutique109. Plusieurs études ont démontré ces 
dernières années que les cellules sénescentes sécrètent de nombreux facteurs qui pourraient 
être responsables de ce paradoxe67. Ce caractère sécrétoire des cellules sénescentes, nommé 
SASP, est de mieux en mieux caractérisé et permet d’expliquer le rôle des cellules sénescentes 
dans le vieillissement et les pathologies qui lui sont associées. 
1.4.6.1 Le caractère sécrétoire des cellules sénescentes : le SASP 
Les cellules sénescentes influencent le comportement des cellules environnantes en 
sécrétant une multitude de protéines telles que des cytokines pro-inflammatoires, des 
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chémokines, des facteurs de croissance et des enzymes de dégradation de la matrice extra-
cellulaire (tableau 1.2)110. En raison de sa complexité, ses effets biologiques sont nombreux et 
peuvent être tantôt bénéfiques pour l’organisme, tantôt néfastes en fonction de l’état dans 
lequel se trouve la cellule sur laquelle il agit. Ainsi, par exemple, le SASP peut, dans certains 
contextes, contribuer au renforcement de la sénescence ou, au contraire, favoriser la 
transformation des cellules prénéoplasiques.  
1.4.6.2 Les effets bénéfiques du SASP 
L’un des premiers effets positifs du SASP est la sécrétion de facteurs tels que les 
cytokines IL-6 (en anglais interleukin-6)111, IL-8 (en anglais, Iinterleukin-8)112, CXCL1 (en 
anglais, chemokine (C-X-C motif) ligand 1) et IGFBP7 (en anglais, insulin-like growth factor-
binding protein 7)113 dont l’expression renforce la sénescence dans des cellules primaires suite 
à l’expression d’un oncogène tel que RAS ou BRAF. De plus, dans ce contexte, l’inhibition de 
l’expression de ces cytokines est suffisante pour mettre fin à la sénescence. Ainsi, le SASP 
peut aider au maintient de l’arrêt de croissance des cellules sénescentes.  
Le caractère sécrétoire des cellules sénescentes leur permet également de recruter les 
cellules du système immunitaire qui possèdent la capacité de les reconnaître et de les 
éliminer115-117. Au-delà de l’élimination des cellules sénescentes, le système immunitaire 
peut également reconnaître et éliminer des cellules exprimant un oncogène, que ce soient les 
cellules sénescentes en raison de l’expression de cet oncogène ou les cellules avoisinantes 
précancéreuses exprimant l’oncogène mais ayant échappé à la sénescence. Le recrutement des 
cellules immunitaires se fait grâce à la sécrétion de cytokines par les cellules sénescentes, 
telles que CSF1 (en anglais, colony stimulating factor 1), CCL2 (en anglais, chemokine (C-C 
motif) ligand 2), CXCL1 et IL-15 (en anglais, interleukin-15). Il semble donc que le SASP 
puisse contribuer directement à la suppression des cellules tumorales in-vivo. 
 
Plus récemment, plusieurs études ont montré que le SASP serait également impliqué 
dans la réparation des tissus endommagés118,119. Par exemple, l’administration d’une blessure 
au foie ou au niveau de la peau d’une souris est accompagnée par l’apparition de cellules 
sénescentes au site de la blessure. Ces cellules semblent aider à la cicatrisation tissulaire et 
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éviter le développement d’une fibrose120,121. Ces études suggèrent donc qu’au delà de son rôle 
antitumoral, la sénescence pourrait favoriser le processus de cicatrisation lors de 
l’endommagement d’un tissu. Bien que ces études soient d’un grand intérêt pour la recherche 
médicale et démontrent les rôles multiples que la sénescence peut avoir dans l’organisme, 
nous nous sommes concentrés sur son caractère antitumoral dans le contexte de nos travaux. 
 
Table 1-2: liste des principaux facteurs du SASP 
Adaptép de Freund, 2010114 
 
 
  31 
1.4.6.3 Les effets nuisibles du SASP 
Le SASP peut donc aider, dans certains contextes, à la protection contre le cancer ou à 
la réparation des tissus de l’organisme. Cependant, dans d’autres situations, la sécrétion de ces 
facteurs peut engendrer des effets non désirables pour l’organisme. En effet, de plus en plus 
d’évidences tendent à prouver que la sécrétion à long terme des facteurs pro-inflammatoires 
du SASP peut contribuer au développement de maladies associées au vieillissement, telles que 
l’athérosclérose, l’ostéoarthrite ou encore le cancer122-124. 
1.4.6.3.1 Le SASP et les maladies associées au vieillissement 
De nombreuses études ont mis en évidence le fait que, parmi les protéines du SASP, se 
trouvent une multitude de molécules capables d’entraîner des changements dégénératifs 
tissulaires. À titre d’exemple, des études in vitro ont montré que certains facteurs sécrétés tels 
que les métalloprotéinases perturbent la structure des tissus et donc leur fonction110,125,126. De 
plus, la sécrétion d’IL-6, d’IL-8 et d’autres facteurs par les cellules musculaires des artères de 
poumon sénescentes favorise la prolifération des cellules avoisinantes, contribuant à 
l’épaississement et l’hypertrophie des artères pulmonaires, résultant en une hypertension 
pulmonaire127. Pour finir, d’autres évidences ont permis de suggérer que les astrocytes 
sénescents et leur SASP  favorisent le développement de maladies neurodégénératives telles 
que les maladies d’Alzheimer et de Parkinson128,129.  
Par conséquent, l’accumulation de cellules sénescentes dans l’organisme vieillissant 
mène à la sécrétion continue de facteurs pro-inflammatoires, ce qui est susceptible de 
provoquer une inflammation tissulaire chronique. Ceci pourrait être à l’origine de l’apparition 
de maladies chroniques telles que celles associées au vieillissement. Ce n’est que très 
récemment qu’est apparu le premier modèle murin permettant de confirmer cette hypothèse130. 
Baker et al. ont, en effet, développé une souris transgénique dont le traitement avec une 
drogue permettait l’élimination des cellules sénescentes de l’organisme au fur et à mesure de 
leur apparition. Les résultats on ensuite montré que les souris âgées non traitées développaient 
des pathologies dégénératives, alors que les souris traitées en étaient privées et vieillissaient en 
meilleure santé. Cette étude apporte ainsi un premier élément de cause à effet entre 
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l’accumulation des cellules sénescentes dans l’organisme et la dégénération tissulaire qui 
l’accompagne lors du vieillissement. 
1.4.6.3.2 Le SASP et le cancer  
En plus de contribuer à l’inflammation chronique à l’origine de pathologies associées 
au vieillissement, le SASP favorise également la prolifération et l’activité angiogénique des 
cellules précancéreuses avoisinantes in vivo131-133. Ainsi, les cellules sénescentes, qui 
représentent un mécanisme de défense antitumoral pour l’organisme, peuvent également 
faciliter, par les facteurs qu’elles sécrètent, la transformation maligne des cellules voisines qui 
y sont prédisposées. En fait, l’état de la cellule sur laquelle le SASP agit semble déterminer 
l’effet engendré. A titre d’exemple, l’action d’IL-6 sur des cellules dans lesquelles il y a 
activation d’un oncogène contribue à leur entrée en sénescence111. En revanche, son action sur 
des cellules précancéreuses au sein desquelles p53 est inactivé favorise, à l’inverse, leur 
transformation maligne109,111. 
1.4.7 Résumé du concept de la sénescence 
La sénescence est donc un mécanisme de défense naturelle qui permet, entre autres, de 
contrer la transformation maligne en bloquant, de façon irréversible, la prolifération des 
cellules susceptibles de devenir cancéreuses. Mais la sénescence contribue également au 
vieillissement et au développement de maladies chroniques qui y sont associées en stimulant 
l’inflammation et peut même, dans certains cas, favoriser la transformation maligne. L’une des 
hypothèses avancées expliquant un tel effet paradoxal est que les cellules sénescentes seraient 
bénéfiques lorsqu’elles sont présentes de manière transitoire afin d’activer le système 
immunitaire et permettre l’élimination de cellules précancéreuses. En revanche, lorsque 
l’organisme vieillit, le système immunitaire décline avec l’âge éliminant ainsi moins 
efficacement les cellules sénescentes qui finissent par s’accumuler dans ses tissus 115-117. Cette 
accumulation provoquerait alors une sécrétion continue du SASP, ce qui engendrerait une 
dégénérescence tissulaire et le développement de maladies chroniques. Pour plusieurs, cette 
notion selon laquelle un phénomène peut avoir un effet bénéfique pour l’organisme jeune et un 
effet opposé pour l’individu âgé s’explique par la théorie de la pléiotropie antagoniste134,135. 
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En résumé, la sénescence cellulaire en tant que mécanisme de défense antitumoral 
consiste en un arrêt permanent du cycle cellulaire, dont le but est de bloquer la prolifération 
cellulaire d’une cellule prénéoplasique, accompagné de la sécrétion de multiples facteurs 
proinflammatoires qui en faciliteront son élimination. L’arrêt du cycle cellulaire est possible 
grâce à l’activation de gènes antiprolifératifs que l’on appelle des suppresseurs de tumeur. 
Lors de nos travaux, nous avons cherché à comprendre le mécanisme de régulation de la 
sénescence par le suppresseur tumoral PML et le rôle du suppresseur tumoral CHES1 (en 
anglais, checkpoint suppressor 1) dans la régulation la prolifération cellulaire. Les chapitres 
qui suivent seront donc dédiés à une description détaillée de la nature et de la fonction de ces 
deux protéines. 
1.5 La protéine PML 
Le gène PML a été découvert en raison de son implication dans la translocation entre 
une partie du chromosome 15 sur lequel il réside et une partie du chromosome 17 sur lequel 
est présent le gène du récepteur alpha de l’acide rétinoïque. Cette translocation conduit à la 
formation d’une protéine chimérique PML-RARα responsable de la leucémie aigüe 
promyélocytaire136. Depuis, une multitude d’études ont impliqué PML dans de nombreuses 
fonctions biologiques telles que l’apoptose, la différenciation ou la réponse aux dommages à 
l’ADN principalement en raison de sa faculté à former des corps nucléaires sphériques dont 
nous reparlerons par la suite. Son rôle de suppresseur de tumeur est bien connu, entre autres en 
raison du fait que PML n’est plus exprimé dans de nombreux cancers137. De plus, des cellules 
de souris dépourvues de PML sont résistantes à l’induction de la sénescence lors de 
l’expression de l’oncogène RASV12138. 
1.5.1.1 Le gène, la structure et les isoformes de la protéine PML 
Le gène PML est un gène de 53Kb localisé sur le petit bras du chromosome 15 en 
position 15q22. Sa transcription est activée par le facteur de transcription p5397 ainsi que par la 
présence de cytokines, tels que les interférons, qui activent la voie de signalisation JAK/STAT  
(en anglais,  Janus kinase/signal transducer and activator of transcription)139. De ce gène-ci 
peuvent être transcrits sept isoformes fonctionnels grâce à un épissage alternatif de l’ARN 
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messager140. Ces isoformes ont la caractéristique de posséder en commun une région N-
terminale constituée de trois domaines spécifiques: un domaine RING (en anglais really 
interesting new gene), deux domaines en doigt de zinc nommés B-box et un domaine CC (en 
anglais, coiled-coil) constitué d’une superhélice140. La région regroupant ces trois domaines 
est appelée TRIM (en anglais, tripartite motif), ou encore RBCC, et sert typiquement à assurer 
des interactions protéiques. Elle est présente chez de nombreuses protéines que l’on peut 
regrouper en une famille, les protéines TRIM, dont PML fait partie (figure 1-8). 
Figure 1-8: les isoformes de PML 
NLS = signal de localisation nucléaire; SIM = motif  d’interaction avec 
SUMO; NES = signal d’export nucléaire. Adapté de Bernardi et al., 2007140. 
 
La région C-terminale de PML, en revanche, diffère entre chaque isoforme ce qui 
leur permet, probablement, d’assurer des interactions spécifiques avec des partenaires 
différents (figure 1-8)140-143. Dans cette région se trouve également un signal de 
localisation nucléaire, que l’on ne retrouve que dans les isoformes 1 à 6. L’isoforme 7, en 
revanche, en est privé et n’est donc localisé que dans le cytoplasme140. Par ailleurs, 
l’isoforme 1 est également doté d’un signal d’export nucléaire ce qui lui permet de 
naviguer entre le noyau et le cytoplasme144,145. Pour finir, une caractéristique importante de 
NLS SIM
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PML est la présence, dans les isoformes 1 à 5, ainsi que dans le 7, d’un site de liaison à la 
protéine SUMO (en anglais, small ubiquitin like modifier) communément appelé le SIM 
(en anglais, SUMO-interacting motif)146. SUMO est une protéine similaire à l’ubiquitine 
qui peut être attaché de manière covalente à une lysine d’une protéine147. Grâce à son SIM, 
PML est alors susceptible de pouvoir interagir avec toute protéine pouvant être sumoylée, 
c’est à dire sur laquelle un groupement SUMO est greffé. 
1.5.1.2 Les modifications post-traductionnelles de PML 
PML peut subir de nombreuses modifications post-traductionnelles, dont les plus 
importantes sont sa phosphorylation et sa sumoylation, qui régulent sa stabilité, son activité et 
ses interactions avec ses partenaires. 
Pour commencer, plus de 30 sites différents ont été identifiés comme potentiellement 
phosphorylables dans la séquence de PML, en particulier en amont du domaine RING ou 
autour du NLS et du SIM (figure 1-9). Ceci laisse croire que plusieurs de ces phosphorylations 
permettent, entre autres, un contrôle des interactions de PML avec ses partenaires148. Ainsi, 
PML peut être phosphorylé par différentes kinases, telles que HIPK2 (en anglais, 
homeodomain-interacting protein kinase 2)149, ATR150 ou CHK2151 en réponse aux dommages 
à l’ADN, ou encore par les kinases ERK1 et 2 (en anglais, extracellular signal-regulated 
kinase 1 et 2) lors d’un traitement avec un agent toxique tel que l’arsenic trioxide As2O3152. 
Ces phosphorylations semblent jouer un rôle dans la régulation de l’apoptose par PML. Aussi, 
certaines phosphorylations de PML par ERK2 ou la kinase CK2 (en anglais casein kinase 2) 
en régulent sa dégradation ou son interaction avec d’autres protéines153-155. De manière 
intéressante, il semble exister un lien très étroit entre la régulation de ces phosphorylations et 
l’état de sumoylation de PML149,152. 
PML peut, en effet, être sumoylé sur plusieurs de ses lysines dont trois sites qui ont été 
largement étudiés, les lysines 65, 160 et 490156. Plus récemment, trois autres sites ont été 
découverts, les lysines 380, 400 et 497, dont le rôle reste à déterminer157. La sumoylation 
régule différents aspects de PML tels que sa stabilité, sa localisation ou encore ses interactions 
avec ses partenaires158. De nombreuses évidences suggèrent que PML peut être conjugué aux 
trois paralogues de SUMO, appelés SUMO1, 2 et 3159-161. De plus, ces 3 SUMO sont capables 
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d’interagir ensemble et de former des chaînes polySUMO162. A titre d’exemple, il a été 
observé qu’une oligomérisation de SUMO3 sur PML était indispensable à sa localisation 
nucléaire163. Également, l’E3 ubiquitine ligase RNF4 (en anglais, RING finger protein 4) est 
recruté via le SIM de PML afin d’ubiquitiner des chaînes polySUMO et induire la dégradation 
de PML164,165. Il a d’ailleurs été suggéré que ce mécanisme pourrait être régulé par l’état de 
phosphorylation de PML166. Ces exemples illustrent bien la complexité que peut prendre la 
modification par SUMO et l’éventail des rôles que peut avoir cette modification dans la 
biologie des protéines. 
L’une des particularités de PML qui lui a valu tant d’intérêt de la part de la 
communauté scientifique est sa capacité à former des compartiments nucléaires spécifiques, 
appelés les corps de PML, responsables de son implication dans tant de différentes fonctions 
cellulaires.  
Figure 1-9: les modifications post-traductionnelles de PML IV 
  Issu de Cheng et Kao, 2012156 
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1.5.2 Les corps de PML 
Les corps de PML sont des structures nucléaires sphériques mesurant de 0,1 à 1µm de 
diamètre dont PML est le principal constituant et que l’on retrouve dans la plupart des tissus 
de l’organisme167. Typiquement, on retrouve 5 à 15 corps de PML dans des cellules normales 
en interphase bien que leur nombre et leur distribution varient en fonction du type cellulaire, 
de la phase du cycle cellulaire et des conditions de stress dans lesquels est située la 
cellule168,169. La formation des corps de PML est possible grâce à la structure de PML qui lui 
permet de polymériser avec lui-même. 
1.5.2.1 La formation des corps de PML 
Plusieurs modèles ont été proposés afin d’expliquer la formation des corps de PML. Un 
premier modèle a pris en compte le fait que PML possède un SIM et que la protéine peut 
également être sumoylée. Ainsi, le domaine SIM d’une protéine PML peut interagir avec un 
motif SUMO d’une autre protéine PML, et ainsi de suite, jusqu’à la formation du corps de 
PML170. Une étude a néanmoins démontré que cette interaction SIM-SUMO n’est pas 
nécessaire à la formation de ces corps puisque des isoformes spécifiques de PML ne possédant 
pas de SIM sont capables d’en former143. Ceci est possible grâce aux domaines CC du N-
terminal des isoformes de PML qui peuvent interagir ensemble171, ce qui permet d’affirmer 
que tous les isoformes nucléaires peuvent participer à la formation des corps de PML. Il 
n’empêche, en revanche, que la sumoylation de PML demeure nécessaire au recrutement de 
nombreux composants des corps de PML167, à la dynamique d’intégration de PML dans ces 
corps143 ainsi qu’à leur intégrité170 (figure 1.10). 
Des expériences de transfert d’énergie entre molécules fluorescentes (aussi appelé 
FRET pour, en anglais,  Förster resonance energy transfer) et de récupération de fluorescence 
après photoblanchiment (aussi appelé FRAP pour, en anglais, fluorescence recovery after 
photobleaching) ont démontré que les corps de PML ne sont pas vraiment mobiles dans le 
noyau. En fait, les protéines PML qui composent les corps de PML ne sont pas statiques et 
sont en constant renouvellement avec une vitesse de diffusion propre à chaque isoforme172. En 
particulier, l’isoforme V, une fois intégré dans le corps de PML, ne semble quasiment pas 
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diffuser. Il a ainsi été proposé que cet isoforme pourrait être une protéine d’échafaudage des 
corps de PML et aider à l’ancrage de ces corps à la matrice nucléaire142,143. 
Les corps de PML demeurent néanmoins des entités dynamiques dont le nombre et la 
taille varient en réponse à différents stimuli. Ainsi, des mécanismes de fission et de fusion 
permettent la régulation des corps de PML tout au long du cycle cellulaire. Par exemple, au 
cours de la phase S, le nombre de corps de PML double en raison de mécanismes de fission. 
Ceci suggère que PML pourrait être impliqué dans l’organisation de la chromatine et le 
maintien de l’intégrité du génome lors de la synthèse d’ADN selon des procédés qui ne sont 
pas encore connus173. Également, plusieurs études ont montré une augmentation du nombre de 
corps de PML lorsque la cellule est soumise à différents stress tels que la présence de 
dommages à l’ADN, l’inhibition de la transcription ou l’expression de la protéine viral E1A174-
176. De manière intéressante, le fait que les nouveaux corps de PML se forment par un 
phénomène de fission entre deux corps de PML déjà existants suggère que la taille, le nombre 
et la localisation des corps de PML initiaux sont prédéfinis et donc que ceux-ci s’assemblent à 
des sites prédéterminés174. 
 
Figure 1-10: la formation des corps de PML 
Adapté de Lallemand-Breitenbach et Hugues de Thé, 2010167 
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1.5.2.2 Le rôle des corps de PML 
PML influence de nombreux processus clés de la cellule tels que la transcription, 
l’apoptose, la sénescence, la réponse aux dommages à l’ADN, la réponse antivirale ou encore 
la régulation des cellules souches, qu’elles soient cancéreuses ou non140,177,178. Le 
fonctionnement exact des corps de PML n’a pas été, à proprement parler, démontré. On sait 
néanmoins que le SIM et les modifications post-traductionnelles de PML lui permettent de 
recruter dans ses corps plus de 100 protéines différentes principalement via des interaction 
SIM-SUMO, ce qui explique son implication dans tant de processus cellulaires différents179. 
L’un des modèles émergents propose que PML soit un lieu de recrutement et de 
concentration de partenaires d’interaction afin d’en réguler leurs modifications post-
traductionnelles, leur niveau d’activation (en les séquestrant par exemple) ou leur 
dégradation167. A titre d’exemple, de nombreuses enzymes de modification post-
traductionnelles de p53 telles que CBP (en anglais, CREB binding protein)138, CHK2180 et 
HIPK2181 relocalisent en compagnie de p53 dans les corps de PML en réponse à différents 
stress afin de l’activer. Également, les corps de PML régulent de nombreuses protéines de 
réparation de l’ADN en réponse à l’apparition de dommages dans le génome. Entre autres, il a 
été démontré que la relocalisation aux corps de PML de l’hélicase BLM (en anglais, bloom 
syndrome protein) suite à l’induction de dommages à l’ADN était nécessaire à son bon 
fonctionnement182,183. Enfin, PML semble jouer un rôle dans la dégradation protéique. En 
effet, sous certaines conditions, le protéasome et l’ubiquitine relocalisent aux corps de PML184-
186. Par ailleurs, des mutants non dégradables de certaines protéines s’agrègent aux corps de 
PML avec le temps, suggérant que leur relocalisation dans ces corps précède leur 
dégradation187. 
Bien que les corps de PML soient en général dépourvus d’ADN et d’ARN, de plus en 
plus d’évidences indiquent qu’ils pourraient jouer un rôle dans la modulation de la structure de 
la chromatine. Les corps de PML ont, en effet, été observés associés à des loci 
chromosomiques spécifiques tels que la région du groupe de gènes du complexe majeur 
d’histocompatibilité de classe 1 dont ils modifient l’architecture et l’activité 
transcriptionnelle188,189. PML joue également un rôle lors de la phase G2 du cycle cellulaire 
dans la condensation sous forme d’hétérochromatine de l’ADN satellite après sa réplication190. 
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Il a également été montré que les corps de PML étaient indispensables au maintien de 
l’intégrité télomérique des cellules souches embryonnaires191. Ces observations sont d’ailleurs 
très intéressantes puisqu’elles impliquent PML dans un mécanisme bien connu qu’utilisent les 
cellules cancéreuses qui n’expriment plus la télomérase mais doivent maintenir leur intégrité 
télomérique : le mécanisme ALT (en anglais, alternative lengthening of telomeres)192. Pour 
finir, comme nous l’avons déjà mentionné, PML est impliqué dans la formation de foci 
d’hétérochromatine que l’on peut observer dans la sénescence : les SAHF31,193. 
De manière générale, PML est décrit comme un senseur dynamique qui permet une 
réaction rapide de la cellule lorsque celle-ci est soumise à un stress. Ainsi, PML n’est pas 
indispensable aux fonctions biologiques de base de l’organisme et une souris n’exprimant pas 
PML se développera normalement194. En revanche, et de manière très intéressante, ses cellules 
seront insensibles à l’induction de la sénescence suite à l’expression de l’oncogène 
RASV12138. PML semble donc jouer un rôle important dans la régulation de la sénescence. 
1.5.3 L’implication de PML dans la sénescence 
L’implication de PML dans la sénescence a été montrée pour la première fois par deux 
études indépendantes. Tout d’abord, le groupe de Pelicci et Pandolfi a observé que des 
fibroblastes de souris n’exprimant pas PML étaient résistantes à l’induction de la sénescence 
suite à l’expression de l’oncogène RASV12138. En parallèle, le laboratoire du Dr Lowe a mis 
en évidence une augmentation de l’expression de PML dans des fibroblastes exprimant 
RASV12 ainsi qu’une perte de l’expression de PML lors de l’échappement de l’OIS suite à 
l’expression de la protéine virale E1A195. Ces deux groupes ont également montré que 
l’expression seule de PML dans des cellules humaines et murines en culture était suffisante à 
l’activation de p53, à l’inactivation de RB, ainsi qu’à l’établissement de la sénescence 138,195. 
Ainsi, ces résultats, couplés au fait que l’expression de PML soit perdue dans de nombreux 
cancers137, permettent d’affirmer que PML joue un rôle de suppresseur de tumeur dans les 
cellules en activant la sénescence cellulaire. 
Bien qu’il existe sept isoformes fonctionnels de PML, seul l’isoforme IV est en mesure 
d’induire la sénescence, pour des raisons encore obscures196. En revanche, l’expression de cet 
isoforme dans des cellules de souris n’exprimant pas PML n’est pas suffisante à l’induction de 
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la sénescence, ce qui suggère qu’une combinaison des différents isoformes de PML est tout de 
même nécessaires à l’établissement de ce mécanisme196. Comme nous le disions 
précédemment, PML module les deux voies de signalisation majeures de la sénescence, 
p53/p21 et p16ink4a/RB, ce qui fait de cette protéine un acteur central dans la régulation de ce 
procédé.  
1.5.3.1 PML active la voie de signalisation p53/p21 
L’activation de p53 par PML est possible car PML peut interagir directement avec p53 
et le recruter aux corps de PML. Ceci favorise la phosphorylation de p53 sur sa sérine 46, 
probablement via HIPK2, ainsi que son acétylation sur sa lysine 382 via CBP196. PML stimule 
également la phosphorylation de p53 sur sa sérine 15 par ATM et ATR195. Ces modifications 
permettent l’activation de la transcription des gènes cibles de p53, tels que p21, et peuvent 
ainsi contribuer à l’induction de la sénescence197-199. De manière intéressante, PML IV lie 
HIPK2 plus efficacement que d’autres de ses isoformes, ce qui pourrait apporter une 
explication au rôle spécifique de PML IV dans la régulation de la sénescence197. Enfin, PML 
est également capable d’activer p53 en localisant au nucléole en compagnie de l’E3 ubiquitine 
ligase MDM2, ce qui provoque l’inhibition de cette dernière150. 
L’ensemble de ces études indique donc clairement le fait que PML soit un activateur de 
p53. Il est aussi intéressant de rappeler que le gène PML est lui-même une cible de p5397. Il 
existe donc une boucle de rétrocontrôle positif entre ces deux suppresseurs tumoraux ce qui 
fait que chacun renforce les fonctions de l’autre. Cependant, PML peut aussi avoir des effets 
antiprolifératifs importants en l’absence de p53200-202. D’autres voies de signalisation 
impliquées dans la sénescence sont donc régulées par PML, telle que la voie p16ink4a/RB. 
1.5.3.2 PML active la voie de signalisation p16ink4a/RB 
Les premières études dans des fibroblastes de souris ont conclu que PML régulait la 
sénescence via p53138. Or, le laboratoire du Dr Ferbeyre a montré par la suite que 
l’inactivation de p53 dans des cellules humaines n’était pas suffisante pour échapper à la 
sénescence induite par PML. En revanche, l’inactivation des protéines de la famille de RB 
l’était202. Ainsi, bien que PML active p53, ce dernier n’est pas requis pour l’établissement de 
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la sénescence, contrairement à RB, mais aiderait probablement à son maintien. De nombreuses 
études ont été réalisées, depuis, dans le but de comprendre la relation entre PML et RB. 
Tout comme avec p53, PML peut interagir grâce à son domaine B-box et sa région C-
terminale avec la région de la poche de RB et recruter ainsi RB aux corps de PML203. De 
manière intéressante, l’isoforme IV possède une affinité plus grande pour RB que l’isoforme 
II203, ce qui suggère que chaque isoforme pourrait avoir une affinité différente en fonction de 
sa région C-terminale. Ceci pourrait d’ailleurs représenter un nouvel indice quant au fait que 
seul PMLIV puisse induire la sénescence. Même si l’interaction entre PML et RB démontre 
qu’il existe un lien direct entre ces deux molécules, sa signification fonctionnelle n’était pas 
encore très claire jusqu’à maintenant. 
PML est également impliqué dans la restructuration de la chromatine et aide, entre 
autres, à la formation des SAHF lors de l’OIS tel que nous l’avons mentionné 
précédemment193. Les SAHF, rappelons-le, sont constitués de gènes cibles des E2F qui sont, 
eux-mêmes, sous le contrôle de RB. Plusieurs protéines nécessaires à leur formation localisent 
aux corps de PML lors de leur apparition84,193. De plus, la formation des SAHF requiert entre 
autres l’activation de la voie p16ink4a/RB31, entre autres, en raison du fait que RB recrute 
directement des composants des SAHF.  
Pour finir, PML peut réguler indirectement l’activité de RB en inhibant l’expression de 
CDK4 et de la cycline D1 qui sont tous deux des répresseurs de RB. En effet, PML est capable 
d’inhiber l’activité du facteur de transcription MYC, dont l’un des gènes cibles est CDK4204, 
en augmentant les fonctions de répression de MAD, un antagoniste de MYC205, ou en 
recrutant directement MYC aux corps de PML afin de le dégrader206. PML peut aussi inhiber 
l’expression de la cycline D1 en bloquant le transport de son ARN messager au cytoplasme207. 
En conclusion, dans la cellule, PML est en étroite relation avec un grand nombre de 
molécules dont les deux régulateurs majeurs de la sénescence que sont p53 et RB. Toutefois, 
les études effectuées tendent à démontrer que la régulation de RB par PML semble plus 
importante à l’établissement de la sénescence que la liaison entre PML et p53. Il n’en demeure 
pas moins que de nombreuses questions demeurent sans réponse quant au mécanisme exact 
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utilisé par PML lui permettant de réguler ces deux voies de signalisation et, par extension, la 
sénescence. 
1.6 La protéine CHES1/FOXN3 
La protéine CHES1/FOXN3 (en anglais, Checkpoint suppressor 1/Forkhead box N3), 
que nous appellerons par la suite CHES1, a été identifiée pour la première fois grâce à son 
habileté à induire un arrêt de croissance en présence de dommages à l’ADN208,209. Bien que 
son rôle exact ne soit pas encore connu, plusieurs groupes ont montré que l’expression de 
CHES1 était diminuée dans de nombreux cancers210-212. Ces observations font de cette 
protéine un candidat idéal en tant que suppresseur de tumeur dont nous avons cherché à 
comprendre la fonction. 
1.6.1 Les protéines de la famille forkhead 
CHES1 est un facteur de transcription qui appartient à la famille forkhead (qui signifie, 
en anglais, tête de fourche) dont plus de 100 membres ont été décrits à travers les espèces, de 
la levure jusqu’à l’humain213. Le nom de cette famille correspond au nom donné au premier 
membre qui a été identifié chez la drosophile et consiste en un motif de liaison à l’ADN 
appelé le domaine forkhead. En fait, des mutations de cette protéine causent des modifications 
structurales des intestins et font apparaitre des structures en forme de tête de fourche, d’où le 
nom forkhead214. Les facteurs de transcription de cette famille ont été regroupés ensemble en 
raison de la structure commune de leurs sites de liaison à l’ADN. 
1.6.1.1 La structure des facteurs de transcription forkhead 
Tous les facteurs de transcription forkhead partagent un domaine de liaison à l’ADN 
dont la séquence est extrêmement conservée215. Classiquement, ce domaine d’environ cent 
acides aminés correspond à trois hélices α et trois feuillets β accompagnés de deux boucles 
(aussi appelées les ailes) typiquement organisés tel qu’illustré dans la figure 1.11216. Quelques 
variations ont néanmoins été observées217,218. Les forkhead partagent un haut degré de 
similarité au sein de la troisième hélice qui correspond au site de liaison direct avec l’ADN. 
Cependant, chaque facteur se lie à un site spécifique dans le génome probablement grâce aux 
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variations de séquence existantes autour de cette hélice. De manière générale, la séquence 
consensus d’ADN reconnue est constitué au minimum des bases A/G-C/T-A/C-A-A-C/T-A 
entourées de courtes séquences spécifiques à chaque forkhead219. 
En raison du nombre grandissant de forkhead identifiés, une nomenclature a été 
proposée en 2000 afin de les classer en sous-familles en fonction des similarités de structures 
et le degré de conservation du site de liaison à l’ADN. On dénombre ainsi dix-sept sous-
familles nommées de FOXA à FOXQ. Au sein d’une même sous-famille, un numéro arabe est 
ajouté après le nom de chaque membre afin de les différencier220. En dehors du domaine 
forkhead, ces facteurs de transcription partagent peu d’analogie de séquence. Plusieurs motifs 
conservés ont néanmoins été décrits et peuvent exister parmi les membres d’une même sous-
famille. 
Deux motifs semblent être présents chez tous les forkhead dont un domaine de 
transactivation leur permettant de jouer un rôle d’activateur pour certains ou de répresseur 
pour d’autres. Ces dernières années, de nombreuses études ont montré que plusieurs de ces 
facteurs peuvent réguler l’expression génique dans les deux sens en fonction du contexte dans 
lequel ils se trouvent215. Étant donné que ce domaine ne consiste pas en un domaine 
conventionnel de transactivation, il est souvent difficile de l’identifier. Certains d’entre eux 
ont cependant été observés chez les sous-familles FOXA, FOXF et FOXO219,221,222 ou dans la 
région N-terminale de FOXP1 et FOXP2223. Tous les forkhead contiennent également un ou 
plusieurs signaux de localisation nucléaire confinés dans la région du domaine de liaison à 
l’ADN.  
D’autres motifs ne se retrouvent, en revanche, que chez certains forkheads. Ainsi, un 
domaine FHA (en anglais, forkhead-associated domain) a été observé dans la sous-famille 
FOXK dont le rôle est d’engager des interactions protéine-protéine avec les sérines 
phosphorylées des partenaires d’interaction224. Ce domaine a également été identifié chez de 
nombreuses kinases et ubiquitine ligases et semble principalement impliqué dans le contrôle 
du cycle cellulaire225. D’autres forkhead, tel que FOXH1, peuvent interagir avec les protéines 
SMAD (en anglais, similar to mothers against decapentaplegic) via un domaine SID (en 
anglais, SMAD-interaction domain) en réponse à l’activation du récepteur du facteur TGF-β 
(en anglais, transforming growth factor β), impliquant FOXH1 dans la régulation de la 
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prolifération cellulaire, de l’apoptose ou encore de la différenciation. Pour finir, un motif 
d’interaction avec des récepteurs nucléaires226-228 ainsi qu’un motif d’interaction avec des 
facteurs de transcription contenant un homéodomaine229,230 ont été décrits chez plusieurs FOX. 
Il existe donc une grande hétérogénéité dans la famille des forkhead qui leur permet 
d’établir des interactions avec une multitude de partenaires et les implique dans de 
nombreuses fonctions biologiques. Leur étude reste néanmoins compliquée, entre autres car 
leurs nombreux domaines fonctionnels ne correspondent pas aux domaines conventionnels 
connus. Il est donc fort probable que bon nombre de ces domaines soient encore à découvrir. 
 
Figure 1-11: Domaines structuraux des membres de la famille Forkhead 
A : Description du domaine de liaison à l’ADN. B : illustration des domaines 
structuraux de certains membres des familles FOXA, FOXO et FOXP. TR : 
domaine de transrépression; FH : domaine forkhead de liaison à l’ADN; 
NLS : signal de localisation nucléaire; NES : signal d’export nucléaire; TA : 
domaine de transactivation. Adapté de Lalmansingh et al., 2012219. 
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1.6.1.2 Les modifications post-traductionnelles des facteurs de transcription forkhead 
L’activité des forkhead peut être contrôlée par des modifications post-traductionnelles. 
La plus étudiée est la phosphorylation des protéines FOXO par la kinase AKT, encore appelée 
PKB (en anglais, protein kinase B) en présence d’IGF (en anglais, insulin-like growth factor) 
qui permet de réguler leurs potentiels de liaison à l’ADN et de transactivation231. De plus, 
lorsque cette phosphorylation est couplée à leur phosphorylation par CK1 (en anglais, casein 
kinase 1) et DYRK1A (dual-specificity tyrosine-phosphorylated ans -regulated kinase 1A), les 
FOXO relocalisent au cytoplasme, ce qui inhibe leur activité fonctionnelle232,233. En dehors 
des FOXO, FOXA2 est le seul forkhead qui a été démontré comme pouvant être régulé par 
PKB jusqu’à maintenant234. En revanche, sa phosphorylation ne s’effectue pas sur un motif 
consensus de PKB, suggérant que d’autres motifs puissent exister sur d’autres forkhead. 
L’activité des forkhead peut également être régulée par acétylation. A titre d’exemple, 
l’acétylation des FOXO par CBP/p300 ou leur déacétylation par SIRT1 (en anglais, sirtuin 1) 
influencent leur régulation transcriptionnelle235,236. De nombreux sites consensus d’acétylation 
se retrouvent dans la plupart des forkhead ce qui suggère l’existence d’une voie de régulation 
commune impliquant cette modification post-traductionnelle. En revanche, pourquoi 
l’acétylation de ces facteurs en permet leur régulation demeure encore un mystère aujourd’hui. 
Malgré les nombreux partenaires d’interaction des forkhead et l’étude de leurs 
modifications post-traductionnelles, encore peu de choses sont connues à propos de leurs 
mécanismes d’activation et de répression de l’expression génique. L’étude de ces mécanismes 
est d’autant plus compliquée que certains travaux ont démontré que les FOX pouvaient réguler 
la transcription de certains gènes indépendamment de leur site de liaison à l’ADN237. 
1.6.1.3 La fonction des facteurs de transcription forkhead 
En raison de la grande taille de cette famille et des multiples possibilités d’interactions 
que ces protéines peuvent établir, les forkhead sont impliqués dans la plupart, si ce n’est pas 
toutes, les fonctions biologiques de la cellule. Leur importance dans le développement 
embryonnaire fut rapidement reconnue. Depuis, leur fonction en biologie du développement a 
pu être largement étudiée grâce à des modèles murins transgéniques démontrant un rôle 
majeur dans l’embryogénèse conservé entre les espèces de ces protéines 213,238.  
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A côté de leur rôle dans le développement embryonnaire, les FOX ont également été 
étudiés à cause de leur implication dans la régulation du cycle cellulaire. Entre autres, 
l’activité de FOXM1 est régulée en fonction du cycle cellulaire239. D’ailleurs, FOXM1 lui-
même régule de nombreux gènes nécessaires à la transition de la phase G2 à la phase M, tels 
que CCNB (en anglais cyclin B) ou PLK1 (en anglais, polo-like kinase 1) 239-241, ainsi que 
certains gènes impliqués dans la progression en phase S, tels que p21 et p27 242,243. Le cycle 
cellulaire est également influencé par la sous-famille des FOXO qui a la faculté de prévenir 
l’entrée en division de la cellule en induisant les CKI p21 et p27 ainsi que la protéine p130 de 
la famille du rétinoblastome244-246. Aussi, il est important de remarquer que l’expression de 
FOXO1 dans des cellules de glioblastome mène à une perte d’expression de la cycline D et à 
l’établissement de la sénescence237. De manière très intéressante, d’autres FOX que FOXM1 et 
les FOXO peuvent agir sur l’expression des CKI de la famille CIP/KIP, tels que FOXA1, 
FOXG1 et FOXK1247,248, ce qui laisse suggérer que l’implication des forkhead dans la 
régulation du cycle cellulaire soit plus vaste que ce qui a été découvert jusqu’à présent. 
Les forkhead ont aussi été étudiés pour leur rôle dans la survie cellulaire. Cet intérêt est 
venu suite à des expériences faites chez le ver Caenorhabditis elegans qui ont montré que le 
forkhead DAF-16, un orthologue des FOXO, est un important régulateur de sa durée de vie. 
Dans la cellule, DAF-16 est sous le contrôle de PKB. Cette voie de signalisation est très 
conservée parmi les espèces et les orthologues humains de DAF-16, FOXO1, FOXO3, 
FOXO4 et FOXO6, sont également régulés par cette voie. In vivo, les facteurs FOXO peuvent 
induire l’apoptose dans certains types cellulaires ou provoquer un arrêt de croissance dans 
d’autres. Les raisons pour lesquelles ces facteurs peuvent avoir des effets opposés ne sont pas 
connues bien qu’il ait été montré que l’induction de l’apoptose, mais pas de l’arrêt de 
croissance, nécessite la présence de leur domaine de liaison à l’ADN237. Pour finir, les FOXO 
régulent l’expression de gènes qui permettent à la cellule de se protéger contre le stress 
oxydatif tel que le gène MnSOD (en anglais, manganese superoxyde dismutase) et la 
catalase249,250 aidant ainsi à réguler la suvie cellulaire et la longévité. 
En conclusion, les FOX exercent une influence importante sur les fonctions de la 
cellule, y compris sur le métabolisme et le système immunitaire, des rôles qui n’ont pas été 
présentés ici215. De nombreuses de leurs facettes, tel que leur mécanisme de régulation ou 
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leurs structures, sont encore peu ou pas connus. Étant donné le rôle important qu’ils jouent 
dans la cellule, l’étude de ces facteurs est nécessaire afin de comprendre le fonctionnement 
cellulaire. Au cours de nos travaux, nous nous sommes intéressés à CHES1/FOXN3 en raison 
de son implication dans le cycle cellulaire et son potentiel rôle de suppresseur tumoral. 
1.6.2 La protéine CHES1/FOXN3 
CHES1 appartient à la sous-famille des FOXN sur laquelle très peu d’études ont été 
réalisées jusqu’à ce jour. Six membres constituent cette famille251, dont FOXN1 qui a été 
identifié comme étant le gène responsable du phénotype de nudité chez la souris252. En effet, 
les souris portant des mutations dans le gène FOXN1 sont caractérisées par une nudité 
macroscopique, une malformation des ongles et un défaut de la thymopoïèse donnant lieu à 
des immunodéficiences. Le seul lien qui semble exister entre les membres de cette famille est 
leur implication dans le développement de l’œil lors de l’embryogénèse253. L’implication de 
CHES1 dans l’arrêt de croissance induit en présence de dommage à l’ADN 208,209 et sa 
diminution observée dans de nombreux cancers210-212 nous ont amenés à l’étudier en tant que 
potentiel suppresseur de tumeur. 
1.6.2.1 Le gène et la structure de la protéine CHES1/FOXN3 
CHES1 est un gène de 457 kb localisé sur le brin antisens du chromosome 14 en 
position 14q31.11. Ce gène peut donner naissance à deux transcrits grâce à un épissage 
alternatif du cinquième exon: les protéines FOXN3a et FOXN3b, dont les tailles sont 
respectivement de 490 et 468 aminées. Des analyses d’alignement de séquence révèlent que 
FOXN2 est le plus apparenté à CHES1 avec 43% d’homologie sur l’ensemble de sa séquence. 
FOXN1 et 4 partagent également un haut degré d’homologie avec CHES1 mais surtout au 
niveau du site de liaison à l’ADN. En dehors de ce site de liaison, aucun domaine protéique 
spécifique n’a été caractérisé chez CHES1 à l’exception d’un potentiel signal de localisation 
nucléaire entre les acides aminés 418 et 445. 
1.6.2.2 La fonction de CHES1/FOXN3 
CHES1 fut identifié pour la première fois lors du criblage d’une librairie d’ADN 
complémentaires chez la levure dont le but était de découvrir de nouvelles protéines de 
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régulation des points de contrôle du cycle cellulaire : lorsque des dommages à l’ADN furent 
induits dans une levure dont la réponse à ces dommages était mutée, l’expression de CHES1 
permit le rétablissement du point de contrôle et provoqua un arrêt en phase G2 de la 
prolifération208. Des expériences complémentaires ont déterminé que cette réponse dépendait 
de l’interaction de CHES1 avec le complexe HDAC Sin3/Rpd3 résultant en l’inhibition de 
l’activité de ce complexe254. Plus tard, ces résultats ont été reproduits chez la drosophile et la 
souris, bien que, dans ces conditions-ci, CHES1 induisit un arrêt en phase S. Par ailleurs, cet 
arrêt était dépendant de son interaction avec un complexe de corépresseurs constitué des 
HDAC1 et 2 ainsi que de la protéine MEN1 (en anglais, multiple endocrine neoplasia type 1) 
dont des mutations sont responsables d’un syndrome précancéreux affectant les tissus 
endocriniens209.  
Les premières expériences réalisées dans des cellules humaines ont permis à Scott et 
al. de démontrer que CHES1 s’associe dans la cellule avec la protéine SKIIP (en anglais, SKI-
interacting protein) et agit en tant que répresseur transcriptionnel255. Par la suite, Li et al. ont 
observé que l’expression de CHES1 était inhibée dans des cellules de cancer du poumon. De 
plus, sa réexpression entraînait un ralentissement de la croissance accompagné d’une 
accumulation de cellules en phase G1, démontrant le potentiel rôle antitumoral de cette 
protéine256. De manière corrélative, l’accumulation de données de profils d’expression 
réalisées ces dernières années a mis en évidence une diminution de l’expression de CHES1 
dans plusieurs types de cancer tels que le carcinome des cellules squameuses buccales, le 
cancer du larynx et le lymphome diffus à grandes cellules B210-212.  
Il semble, ainsi, que CHES1 puisse moduler la régulation du cycle cellulaire. 
Toutefois, le fait qu’il ait été impliqué tant dans l’arrêt de croissance en phase G1 qu’en phase 
G2 rend la fonction qu’il y joue incertaine. De manière générale, de plus en plus d’évidences 
tendent à montrer que ce forkhead puisse avoir des facultés antitumorales. De plus amples 
travaux seront néanmoins nécessaires afin de caractériser ces facultés.  
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1.7 Les objectifs de la thèse 
En résumé, une cellule normale peut se protéger d’une éventuelle transformation 
tumorale en activant des mécanismes de défense, tel que la sénescence qui consiste en un arrêt 
permanent du cycle cellulaire en phase G1. Dans les dernières années, une multitude de 
stimuli ont été caractérisés comme étant capables d’induire la sénescence tels que l’activation 
d’oncogène, le stress oxydatif ou encore le raccourcissement des télomères. Notre laboratoire 
s’intéresse tout particulièrement à l’OIS induite par l’expression de RASV12 mais aussi 
l’expression de STAT5 dont nous avons récemment démontré la capacité à provoquer un arrêt 
permanent du cycle cellulaire63. Comme nous l’avons mentionné plus tôt, la sénescence 
dépend de l’activation de suppresseurs de tumeurs tels que p53, RB ou encore PML. 
La protéine PML est engagée dans la régulation de la plupart des fonctions biologiques 
de la cellule et son implication dans la sénescence a été démontrée par plusieurs laboratoires. 
Étant donné l’importance que PML semble jouer dans la cellule, l’étude de sa régulation dans 
différents contextes, dont la sénescence tel qu’ici, est donc de mise. 
Également, afin de déterminer de nouvelles protéines impliquées dans l’OIS, notre 
laboratoire a réalisé une analyse sur micropuce d’ADN à partir de l’ARNm de cellules 
humaines normales exprimant STAT5. Parmi les transcrits dont l’expression était la plus 
augmentée, celui de CHES1 a retenu notre attention. CHES1 appartient à la famille des 
forkhead et semble jouer un rôle de suppresseur tumoral dans plusieurs contextes différents. 
Toutefois, son rôle précis dans la cellule n’a pas encore été identifié. 
Les objectifs de cette thèse étaient de mettre en évidence un mécanisme de régulation 
de RB et de la sénescence par PML. Aussi, nous avons cherché à déterminer quel pouvait être 
le rôle de CHES1 dans la cellule et comment celui-ci pouvait réguler le cycle cellulaire. Les 
deux prochains chapitres présentent, sous forme d’articles, les résultats obtenus lors de cette 
thèse. Chacun est précédé d’une brève mise en contexte ainsi que d’une description de la 
contribution de chaque auteur.  
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2 La régulation des facteurs de transcription E2F et de la 
sénescence par les corps de PML  
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2.1 Présentation de l’article 1 
Ce premier article avait pour but de déterminer le mécanisme que PML utilise pour 
établir la sénescence cellulaire. Étant donné que : i) la sénescence induite par PML dépend de 
RB, ii) RB localise aux corps de PML lors de la sénescence induite par PML et iii) RB régule 
l’activité des facteurs de transcription E2F, nous avons d’abord voulu savoir quel était l’effet 
de l’expression de PML sur l’activité de ces facteurs dans des fibroblastes humains normaux. 
Aussi, nous avons effectué des expériences d’immunofluorescence pour voir si ces facteurs 
pouvaient également localiser aux corps de PML. Par la suite, nous avons cherché à moduler 
l’activité des E2F afin d’observer si le mécanisme d’action de PML dans l’induction de la 
sénescence en dépendait directement. Pour finir, nous avons voulu savoir si PML pouvait 
exercer les mêmes fonctions dans des cellules cancéreuses et s’il existait une corrélation entre 
nos résultats et  l’influence de PML dans le développement de tumeurs bégnines ou malignes 
in vivo. Globalement, cet article avait pour but de mettre en évidence un nouveau mécanisme 
d’action de PML lui permettant de réguler l’activité des facteurs E2F dans le but d’induire la 
sénescence lors de la présence d’un signal oncogénique. 
Cet article a été publié dans le journal Genes & Development en janvier 2011 (Vernier 
et al. Regulation of E2Fs and senescence by PML nuclear bodies. Genes Dev 25, 41-50)257. 
Ma contribution y est égale à celle de Véronique Bourdeau. Plus précisément, alors que j’ai 
effectué toutes les expériences d’immunofluorescence, Véronique a réalisé l’ensemble des 
qPCR qui y sont présentés. La culture cellulaire, les western blots, les immunoprécipitations 
de la chromatine ont été réalisés en commun, avec la contribution de Virginie Bégin. Pour 
leurs parts, Marie-France et Olga ont respectivement effectué les analyses 
immunohistochimiques et les expériences de caractérisation de défauts de fonctionnement des 
mitochondries. Enfin, le Dr Saad et et le Dr Mes-Masson ont fourni l’aide et le matériel 
nécessaire pour la réalisation des immunohistochimies. 
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2.2 Article 1 
Regulation of E2Fs and senescence by PML nuclear bodies 
Mathieu Vernier1,§,  Véronique Bourdeau1, §, , Marie-France Gaumont-Leclerc1, Olga 
Moiseeva1, Virginie Bégin1, Fred Saad2, Anne-Marie Mes-Masson2 and Gerardo 
Ferbeyre1,* 
1- Biochemistry Department, Université de Montréal, Montréal, Québec, Canada 
2- CHUM, Université de Montréal, Montréal, Québec, Canada 
§ Contributed equally. 
 
Running head: Mechanism of PML-induced senescence 
Keywords: E2F, senescence, retinoblastoma, PML, prostate tumors 
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2.2.1 Abstract 
The tumor suppressor PML (promyelocytic leukemia protein) regulates cellular 
senescence and terminal differentiation, two processes that implicate a permanent exit from 
the cell cycle. Here, we show that the mechanism by which PML induces a permanent cell 
cycle exit and activates p53 and senescence involves a recruitment of E2F transcription factors 
bound to their promoters and the retinoblastoma proteins to PML nuclear bodies enriched in 
heterochromatin proteins and protein phosphatase 1α. Blocking the functions of the Rb family 
or adding back E2Fs to PML-expressing cells can rescue their defects in E2F-dependent gene 
expression and cell proliferation inhibiting the senescent phenotype. In benign prostatic 
hyperplasia, a neoplastic disease that displays features of senescence, PML was found 
upregulated and forming nuclear bodies. In contrast, PML bodies were rarely visualized in 
prostate cancers. The newly defined PML/Rb/E2F pathway may help to design novel methods 
to evaluate the prognosis of prostate tumors and define E2F target genes as potential targets to 
induce senescence in human tumors. 
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2.2.2 Introduction 
PML was discovered as a gene target for translocations with the retinoic acid receptor 
gene in acute promyelocytic leukaemia (Kakizuka et al. 1991). The expression of PML in 
primary cells leads to a permanent cell cycle arrest similar to the one triggered by short 
telomeres or oncogenes and known as cellular senescence (Ferbeyre et al. 2000; Pearson et al. 
2000; Bischof et al. 2002). Senescence is an effective anticancer mechanism in vivo (Braig et 
al. 2005; Chen et al. 2005; Michaloglou et al. 2005) and PML has been shown to be important 
for the senescent response to oncogenic ras (Ferbeyre et al. 2000; Pearson et al. 2000; de 
Stanchina et al. 2004). In addition, PML expression is often lost in human cancers (Gurrieri et 
al. 2004), while mice with genetic inactivation of PML are tumor prone (Wang et al. 1998). 
PML also plays a role in the terminal cell cycle arrest associated to cell differentiation (Regad 
et al. 2009). 
The mechanism by which PML contributes to senescence involves the retinoblastoma 
(Rb) and the p53 tumor suppressors (Ferbeyre et al. 2000; Pearson et al. 2000; Bischof et al. 
2002; de Stanchina et al. 2004), two proteins that can directly interact with PML (Alcalay et 
al. 1998; Fogal et al. 2000; Guo et al. 2000). PML is capable of inducing cell cycle arrest and 
senescence in cells with inactivated p53 but not in cells where the Rb family of pocket 
proteins (Rb, p107 and p130) is disrupted by the E7 oncoprotein from papillomavirus 
(Mallette et al. 2004). The Rb pathway controls the cell cycle at the transcriptional level via 
repression of E2F target genes (Dyson 1998; Muller et al. 2001; Dimova and Dyson 2005; 
Chicas et al. 2010). However, the retinoblastoma-mediated E2F repression can be observed 
both in a reversible cell cycle arrest and during the permanent cell cycle arrest associated to 
senescence and cell differentiation. Since, high levels of PML expression characterize 
senescence but not a reversible cell cycle arrest (Ferbeyre et al. 2000; Bourdeau et al. 2009) it 
is plausible that PML has a specific impact on the way E2F target genes are regulated. 
Here we describe a mechanism by which PML controls the activity of the E2F 
transcription factors. We show that Rb/E2F complexes were relocalized into PML nuclear 
bodies along with heterochromatin proteins during senescence in normal cells or after 
increasing the expression of PML in normal or transformed cells. PML overexpression was 
sufficient to inhibit E2F target gene expression, block cell proliferation and induce DNA 
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damage and senescence. Adding back E2Fs to PML expressing cells could rescue their 
proliferation defect and senescent phenotype. The localization of E2Fs into PML bodies was 
found to be dependent on the Rb protein family. The clinical relevance of this mechanism was 
investigated in prostate tumors. While benign prostate tumors displayed abundant PML 
bodies, they were rare in prostate cancers. 
2.2.3 Results 
PML represses E2F targets gene expression 
To investigate the effects of PML on E2F target gene expression we introduced PML-
IV into the human diploid fibroblasts IMR90. PML-IV-expressing fibroblasts arrested their 
proliferation rapidly after selection (Figure S2.1A) and developed characteristics of cellular 
senescence including a flat morphology, positive staining for the senescence-associated-β-
galactosidase (SA-β-Gal) (Figure S2.1B), expression of high levels of IL-8, a cytokine highly 
expressed by senescent cells (Acosta et al. 2008) (Figure S2.1C) and markers of mitochondrial 
dysfunction and biogenesis (Figure S2.1D-F), which also characterize senescence (Passos et 
al. 2007; Moiseeva et al. 2009). 
Next we measured the expression of several E2F target genes in cells expressing PML 
at a time before senescence markers were detected. Several E2F target genes that play a role in 
DNA replication, cell cycle progression and DNA repair were found downregulated in normal 
fibroblasts expressing PML-IV (Figure 2.1A). To have an unbiased representation of the E2F 
targets repressed by PML we performed a microarray analysis of cells expressing PML or a 
vector control. The ensemble of downregulated genes was then analyzed by two algorithms 
that search for transcription factor binding sites for any set of input genes: TFactS (Essaghir et 
al. 2010) and DIRE (Gotea and Ovcharenko 2008),  Genes with E2F binding sites were 
enriched in the data set (Figure 2.1B and supplementary table 1) and an analysis of their 
known functions suggest again that PML represses genes involved in DNA replication, repair 
and checkpoints (Supplementary table 2 and 3). We also analyzed the top 539 downregulated 
genes in PML-senescence and compared the data with the set of genes that bind E2F 
according to data combining chromatin immunoprecipitation and microarray analysis (ChIP-
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chip). E2F targets were six-fold enriched among PML downregulated genes in comparison 
with a random set of genes (Supplementary tables 4 and 5). 
The decrease in the expression of genes required for DNA repair and checkpoints 
promptly after PML expression suggests a mechanism by which PML could contribute to the 
senescence cell cycle arrest, which we know involves DNA damage signals (Bartkova et al. 
2006; Di Micco et al. 2006; Mallette et al. 2007). In agreement, cells disabled for certain DNA 
repair genes senesce in culture due to their inability of repairing the DNA damage triggered by 
endogenous metabolic processes (Cao et al. 2003; Neri et al. 2007; Zhang et al. 2007; Chang 
et al. 2008; Sii-Felice et al. 2008). Consistent with this idea, PML expressing cells contained 
DNA damage foci labeled by an anti-phospho-ATM (Figure 2.1C) and anti-γH2AX antibodies 
(Figure 2.1D). We also found that p53 was phosphorylated at the ATM/ATR sites (serines 15 
and 37) (Banin et al. 1998; Canman et al. 1998; Khanna et al. 1998; Tibbetts et al. 1999; 
Armata et al. 2007) nine days after PML expression (Figure 2.1E) and that the p53-dependant 
gene GADD45α was significantly upregulated ten days after PML expression but not at an 
earlier time point (Figure 2.1F). Taken together our results reveal that the downregulation of 
E2F target gene expression in PML expressing cells precedes the activation of p53, the DNA 
damage response and the senescence phenotype. 
PML induces localization of E2F1-3 into PML nuclear bodies 
Next, we used immunostaining and confocal microscopy of E2F-1, -2 and -3 in cells 
expressing PML-IV at a time point where the cells did not yet display senescent markers (day 
five post-infection). We found that E2F1 and E2F3 were dramatically confined to PML 
bodies, while E2F2 was found both in the nucleoplasm and in PML bodies (Figure 2.2A-C). 
We also studied E2F3 localization in cells where senescence was induced by serial passage 
(replicative senescence) or with β-interferon and found that in this condition E2F3 localized 
into endogenous PML bodies as well (Figure 2.2D).  
To investigate the temporal relationship between E2F localization to endogenous PML 
bodies and senescence we induced the process of oncogene-induced senescence in normal 
fibroblasts, which is known to depend on PML (Ferbeyre et al. 2000; Pearson et al. 2000; de 
Stanchina et al. 2004). For this experiment we used an antibody specific for E2F3, which is 
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the most abundant isoform among activator E2Fs (E2F1-3) in normal human fibroblasts 
(Figure S2.2A). We found few PML bodies in normal growing cells and a diffuse nuclear 
staining pattern of E2F3. Early after introduction of RasV12 (days 1 and 3 after infection), and 
before senescence markers can be detected, E2F3 localized to PML bodies. This is even more 
evident at later times after introduction of RasV12, when senescence markers were readily 
expressed (Figure 2.3). It has been suggested that E2F target genes are permanently repressed 
during oncogene-induced senescence by formation of heterochromatin structures known as 
SAHF (senescence associated heterochromatin foci) (Narita et al. 2003; Narita et al. 2006). 
PML bodies may play a role in SAHF formation because they recruit heterochromatin 
components early in the senescence process. These proteins are found later localized to the 
SAHF (Zhang et al. 2005; Ye et al. 2007). As reported before, we observed that the SAHF 
component HP1γ localizes to PML bodies early during the senescence process induced by 
oncongenic ras (Figure S2.2B) at about the same time that E2F3 are also visualized at PML 
bodies (Figure 2.3). However, by the time SAHFs are established, SAHF and PML bodies are 
two clearly distinguishable nuclear structures (Figure S2.3). This association intriguingly 
suggests that PML bodies are sites of heterochromatin nucleation for E2F promoters and that 
the repression of E2F targets is the mechanism by which PML induces senescence. 
Does PML-induced senescence depend on E2F inhibition? 
It is well established that E2F-dependent transcription is repressed in cells undergoing 
senescence by the tumor suppressors of the Rb family (Dimri et al. 1994; Rowland et al. 2002; 
Narita et al. 2003; Maehara et al. 2005; Chicas et al. 2010). However, the Rb family also 
represses the E2F transcription factors during quiescence and other forms of reversible cell 
cycle arrests (Smith et al. 1996). During senescence and terminal differentiation the Rb protein 
localizes to PML bodies (Ferbeyre et al. 2000; Mallette et al. 2004; Regad et al. 2009) 
suggesting that PML bodies confer a unique environment for Rb functions relevant to 
senescence. Rb localization to PML bodies involves a direct interaction with the PML protein 
(Alcalay et al. 1998) indicating that upon an increase in PML expression Rb can be recruited 
to PML bodies. Since Rb binds E2Fs, the recruitment of the later to PML bodies can be a 
consequence of their interaction with Rb.    
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To investigate whether E2Fs localizes to PML bodies via the Rb family we used the 
oncoprotein E7 from papillomavirus, which can simultaneously block the function of the 
pocket proteins Rb, p107 and p130. Introduction of E7 caused a release of both Rb (Figure 
2.4A) and E2F1 (Figure 2.4B) from the PML bodies without affecting the number of PML 
bodies or the expression of PML (Mallette et al. 2004). This is consistent with the fact that E7 
completely bypassed PML-induced senescence (Mallette et al. 2004; Bischof et al. 2005). 
Next, we used E7 in frame deletion mutants with different functionalities. E7Δ6-10 is a 
deletion of the CR1 region of E7 while E7Δ21-24 is a deletion in the LXCXE motif of the 
CR2 region of E7 responsible for binding Rb. These two regions are both required for 
transformation by E7 and destabilization of Rb (Phelps et al. 1992). Consistent with the 
proposed role of Rb in the senescence functions of PML, E7Δ6-10 or E7Δ21-24 were not able 
to inhibit senescence (Figure 2.4C), stimulate E2F gene expression (Figure 2.4D) or inhibit 
E2Flocalization to PML bodies (Figure S2.4) like wild type E7. In addition, the mutant 
E7Δ79-83 that efficiently binds and destabilizes Rb (Helt and Galloway 2001) inhibited both 
senescence and E2F localization in PML bodies while it stimulated E2F target gene expression 
with efficiency similar to wild type E7 (Figure 2.4C and D and S2.4). Thus, the ability of E7 
to rescue PML-induced senescence correlated with its ability to bind and destabilize Rb. This 
also suggests that PML-induced senescence depends on E2F inhibition. 
Next we investigated whether increasing the levels of cellular E2F1-3 could block 
PML-induced senescence. First, we co-infected human diploid fibroblasts IMR90 with 
plasmids expressing PML-IV or E2F-1, -2 or -3 fused with the ligand binding domain of the 
estrogen receptor (ER) (Vigo et al. 1999). After selection of the population expressing the two 
plasmids, we treated them with 100 nM tamoxifen for 48h to induce E2F activity. We found 
that induction of E2F1-3 stimulated DNA synthesis (Figure 2.4E) and inhibited PML-induced 
senescence (Figure 2.4F). Deletion of the Rb binding domain of E2F2 impaired the ability of 
this E2F of inhibiting PML-induced senescence (Figure 2.4E and F) and the localization of 
E2F2 into PML bodies (Figure S2.5). These results support the hypothesis that PML induces 
senescence by blocking E2F activity at PML bodies.  
PML inhibits E2F gene expression in tumor cells 
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The ability of PML to induce senescence in normal human fibroblasts depends on 
genetic mechanisms that remain unaltered in these cells. It is important to find to what extent 
PML can engage the same pathway in tumor cells and which are the factors present in these 
cells that may inhibit PML functions. We thus used U2OS osteosarcoma cells which posses 
wild type p53 and Rb. Expression of PML-IV in U2OS cells inhibited cell growth (Figure 
S2.6A), led to repression of E2F target genes, (Figure S2.6B) and DNA damage foci (Figure 
S2.6C), which are characteristic of cellular senescence. However, these cells did not stain for 
SA-β-Gal. Nevertheless, we found a similar localization of E2F1 and E2F3 (Figure 2.5A and 
Figure S2.6D) into PML bodies in U2OS cells expressing PML. As reported before, Rb was 
detected in PML immunoprecipitates (Alcalay et al. 1998) and we found E2F3 in the same 
complex (Figure 2.5B). Since U2OS cells are p16INK4 deficient (Park et al. 2002), the data 
suggest that PML-induced recruitment of Rb/E2Fs is independent of this CDK inhibitor. Of 
note, the Rb phosphatase PP1α is found in PML bodies both in U2OS cells (Figure 2.5C) and 
IMR90 (Figure S2.7). These results suggest that PML may protect Rb from CDK-dependent 
phosphorylation and inactivation by localizing it with a protein phosphatase.  
Next, we investigated whether tethering E2Fs to PML bodies inhibited the DNA 
binding activity of E2F transcription factors or alternatively whether E2F were confined to 
PML bodies in association to their target promoters. We used chromatin immunoprecipitation 
to determine whether E2F1 and PML bind to several E2F target genes in U2OS cells 
expressing a flag-PML or a flag vector control. We found that PML stimulated DNA binding 
by E2F1, and that PML was associated to all tested E2F target genes (Figure 2.5D). This result 
is consistent with the idea that PML bodies are the sites for nucleation of heterochromatin at 
E2F target promoters. 
PML body formation is defective in prostate tumor cells but active in benign prostatic 
hyperplasia 
To investigate whether the PML/senescence pathway is important in human cancers, 
we measured PML expression by immunohistochemistry in tissue microarrays with samples 
from patients with benign or malignant prostate tumors. Benign prostatic hyperplasia (BPH) is 
a benign lesion of the prostate characterized by the presence of senescence markers (Choi et 
al. 2000; Castro et al. 2003) and low E2F target gene expression (Davis et al. 2006). Of note, 
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in the Oncomine database, we found that multiple E2F target genes are downregulated in BPH 
(Figure S2.8) including some of the genes found downregulated in PML-induced senescence 
(Figure S2.9). We also found a strong staining for p16INK4a, a senescence marker, in the 
prostates with BPH (Figure 2.6A). PML staining in the normal prostate was very weak but a 
few PML bodies could be distinguished (Figure 2.6B). In contrast, PML staining was stronger 
in BPH samples where numerous PML bodies were easily distinguished. On the contrary, 
PML bodies were rarely distinguished in prostate cancer samples, including PIN, although we 
did detect homogenous expression in the nucleus or the cytoplasm (Figure 2.6B). To 
investigate whether the number of PML bodies could distinguish benign lesions from normal 
or malignant tissues where we occasionally detected PML bodies we counted the number of 
PML bodies per cell in different patients. The results clearly indicate that cells from BPH 
contain more PML bodies than cells from normal tissues or cells from the few cases of 
prostate carcinomas where PML bodies were visualized (Figure 2.6C). Taken together our 
results suggest that PML bodies may suppress malignant transformation in the prostate by 
promoting senescence and that PML staining could be used to distinguish benign from 
malignant lesions. 
2.2.4 Discussion 
Senescence is a permanent cell cycle arrest induced by oncogenes, short telomeres and 
some cytokines, preventing the proliferation of cells with malignant potential. The 
promyelocytic leukaemia tumor suppressor PML plays a critical role in senescence and its 
activity has been linked to the tumor suppressors p53 and Rb (Bourdeau et al. 2009). PML can 
induce senescence in cells with disabled p53 (Mallette et al. 2004) indicating that its 
mechanism of action does not solely involve its direct interaction with this tumor suppressor. 
Here, we report a novel mechanism by which PML can regulate senescence. PML promotes 
the localization of Rb/E2F proteins into PML bodies, inhibiting the transcriptional activation 
function of E2Fs. This mechanism was found not only after enforcing PML expression but 
also after induction of endogenous PML by β-interferon, oncogenic ras or short telomeres.  
The inhibition of E2F dependent gene expression has two important consequences for 
senescence. First, E2Fs regulate genes required for cell proliferation, explaining why cells 
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expressing PML arrest their proliferation and do not replicate their DNA. Second, many E2F 
target genes mediate DNA repair and checkpoints and in their absence, cells accumulate DNA 
damage signals that we know are essential for activation of p53 and the senescence process 
(Bartkova et al. 2006; Di Micco et al. 2006; Mallette et al. 2007). The relationship between 
PML and p53 is complex. PML and p53 were first linked in the context of PML induced 
senescence where p53 was shown to undergo modifications typical of the DNA damage 
response (Ferbeyre et al. 2000; Pearson et al. 2000). PML interacts directly with the DNA 
binding domain of p53 (Guo et al. 2000) and with the p53 inhibitor MDM2 (Wei et al. 2003). 
On the other hand, p53 can activate PML gene expression and pml null cells are defective both 
in p53-dependent senescence and apoptosis (de Stanchina et al. 2004). We conclude that these 
two tumor suppressors are interlinked in positive feedback mechanisms that can be further 
reinforced by the repression of DNA repair genes and activation of the DNA damage response 
induced by PML (Figure 2.7A).  
The localization of Rb/E2F complexes in PML bodies adds another layer of complexity 
to the classic model of E2F inhibition by the Rb family. These complexes may better resist the 
inactivation of Rb by the CDKs because the relevant CDK phosphorylation sites may be 
hidden in PML bodies. Alternatively, PML-localized phosphatases may protect the complex 
from CDK-mediated disruption. Interestingly, one of such phosphatases – protein phosphatase 
1α or PP1α – has an abnormal subcellular distribution in neural progenitor cells from Pml-/- 
mice that correlates with a dispersed Rb localization and its hyperphosphorylation (Regad et 
al. 2009). Normally, Rb and PP1α are expressed in nuclear granules whose expression 
partially overlaps with those of each other and PML bodies. By localizing PP1α with Rb in 
PML bodies (Figure 2.3C and S2.3D), PML provides a CKI-independent mechanism to 
activate the Rb pathway and repress E2F targets during senescence.  
Another important implication of our findings concerns the Senescence-Associated 
Heterochromatin Foci (SAHF). It as been shown that PML can help the formation of SAHF 
(Narita et al. 2003; Zhang et al. 2005) and that several SAHF components localize to PML 
bodies early in the senescence process. However, once cells are senescent, SAHF and PML 
bodies are distinct nuclear structures (Figure S2.3). The details of the dynamic interactions 
between SAHF components and PML require further studies. Nevertheless, our findings 
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suggest that PML bodies recruit E2F target promoters into close proximity to high 
concentrations of HDACS (Wu et al. 2001), HP1 (Seeler et al. 1998; Zhang et al. 2005) and 
other heterochromatin factors also in PML bodies. This concentration effect would allow HP1 
proteins to effectively recognize the histone methylation marks catalyzed by Rb-interacting 
histone methylases (Figure 2.7B) (Nielsen et al. 2001). Thus, PML bodies could in fact be the 
site of “nucleation” or initiation of the chromatin condensation on E2F target genes that later 
on become the detectable sites of SAHF. 
Finally, the clinical significance of PML-induced senescence was investigated in 
prostate tumors. In BPH, a benign lesion characterized by the presence of senescence markers 
(Choi et al. 2000; Castro et al. 2003), we found abundant expression of PML and several PML 
bodies per cell. In multiple samples from normal prostates we found a moderate PML 
expression and only 2-4 PML bodies per cell.  Prostate cancer patients displayed a varied 
pattern of PML staining. Areas of negative and positive staining were found in the same tumor 
and PML bodies were rarely visualized. This lack of PML bodies in tumor cells can explain 
why prostate tumors exhibit high levels of expression of E2F target genes such as EZH2 
(Stanbrough et al. 2006) and BRCA1 (Schayek et al. 2009; Fiorentino et al. 2010). 
Interestingly, BRCA1 was one of the genes more efficiently down-regulated by PML-
senescent fibroblasts.  Given the mechanistic links between PML and the senescence program, 
the PML status could be used to evaluate the prognosis of prostate cancer patients either after 
their initial diagnosis or during treatment. 
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2.2.5 Materials and methods 
Cells, reagents and plasmids 
U2OS and IMR90 cells were obtained from American Type Culture Collection 
(ATCC) and were cultured in Dulbecco’s modified Eagle medium (DMEM, GIBCO) 
supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS, Wisent) and 1% penicillin G/streptomycin 
sulfate (GIBCO). Retroviral-mediated gene transfer and BrdU incorporation were done as 
described previously (Ferbeyre et al. 2000). Hydroxy-tamoxifen (OHT) was from Sigma-
Aldrich.  
Retroviruses pLPC, pLPC-PML-IV, pWZL and pWZL-PML-IV were described in 
(Ferbeyre et al. 2000), pBABE-ER-E2Fs are gifts from Dr K. Helin, pLXSN-E7, pLXSN-
E7Δ6-10, pLXSN-E7Δ21-24, pLXSN-E7Δ79-83 are gifts from Dr D. Galloway. 
Cell Proliferation and Senescence Determination 
To determine cell proliferation rates, we estimated cell counts at different times after 
plating using a crystal violet retention assay (Ferbeyre et al. 2000). Senescence-associated-β-
galactosidase (SA-β-gal) activity was assayed as described (Ferbeyre et al. 2000). Data were 
quantified from 100 cells counts in triplicate in at least two independent experiments. 
IP, immunoblotting and ChIP 
Coimmunoprecipitation, chromatin immunoprecipitation and immunoblotting assays 
were performed as described before (Calabrese et al. 2009). Details can be found in 
supplemental experimental procedures. 
Fluorescence microscopy 
Cells were plated on coverslips at least 24h prior of fixation with 4% 
paraformaldehyde in PBS for 10 minutes at 4°C. After washing with PBS, cells were treated 
as follows. For immunofluorescence involving either the E2F1-3 or Rb antibodies, cells were 
rinsed with Cytoskeleton buffer (10mM PIPES pH6,8; 100mM NaCL; 300mM glucose; 3mM 
MgCl2; 1mM EGTA; 1,2mM PMSF; 4mM Vanadyl Ribosyl Complex) for 10 minutes, 
washed with PBS and permeabilized for 5 minutes at 4°C with 0,5% Triton X-100 in 
Cytoskeleton buffer. Then, cells were washed with 3% BSA in PBS (PBS/BSA) and incubated 
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overnight with the following primary antibodies diluted in PBS/BSA: anti-E2F1 (KH-95, 1/50, 
Santa Cruz Biotechnology), anti-E2F2 (C-20, 1/200, Santa Cruz Biotechnology), anti-E2F3 
(C-18, 1/200, Santa Cruz Biotechnology), anti-Rb (G3245, BD Pharmingen, 1/200), anti-PP1a 
(C-19, 1/200, Santa Cruz Biotechnology), anti-HA tag (6E2, Cell Signaling, 1/200). For the 
staining with other antibodies, cells were directly permeabilized with 0,5% Triton X-100 in 
PBS/BSA after fixation and incubated overnight with the following primary antibodies: anti-
PML (PG-M3, 1:400, Santa Cruz Biotechnology), anti-PML rabbit polyclonal (produced by 
our laboratory against the peptide comprising aminoacids 352-356 of human PML-IV, a 
region common to all PML isoforms, 1:400), anti-phopho-ATMSer1981 (#9298, 1/200, Cell 
Signaling), anti-phospho-H2AX (JBW301, Upstate, 1/200). 
After primary antibodies, cells were washed three times in PBS/BSA and incubated 
with the appropriate secondary antibody combination (1/4000, AlexaFluor 488 goat anti-
mouse, AlexaFluor 488 goat anti-rabbit, AlexaFluor 568 goat anti-mouse or AleaFluor 568 
goat anti-rabbit) for 1h at room temperature. Finally, cells were rinsed three times with PBS 
alone and once with PBS containing 300mM DAPI for 10 minutes when needed. Images were 
captured Olympus FV300 Point scanner confocal laser microscope and processed with the 
software Metamorph. 
Immunohistochemistry 
We used samples from seven patients diagnosed with benign prostatic hyperplasia and 
four different tissue microarrays (TMAs). The first is comprised of 49 normal prostate 
specimens from autopsies. The second is comprised of  normal tissues adjacent to prostate 
cancer from 55 patients having undergone radical prostatectomy. The third is comprised of 
prostatic intraepithelial neoplasias (PIN) from 32 patients. The fourth one was obtained from 
64 patients with prostate cancer. Regions of normal or cancerous epithelial tissue were 
identified by two pathologists and subsequently spotted on TMA (Diallo et al. 2007). 
Specimens were obtained from consenting patients and the institutional ethics review 
committee approved the study. Samples were immunostained with a mouse monoclonal anti-
PML antibody (PG-M3, Santa Cruz CA; 1:300) or anti-p16INK4a (F12, Santa Cruz CA; 1:25). 
Primary antibody detection was done using the LSAB 2 peroxidase system from DAKO Inc. 
(Carpinteria, CA) as described previously (Lessard et al. 2003). Briefly, tissue samples were 
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deparaffinized, rehydrated, and treated with 0.3% H2O2 in methanol to eliminate endogenous 
peroxidase activity. Antigen epitope retrieval was performed by heating for 15 minutes at 
95°C in Tris–EDTA buffer (10 mM Tris Base, 1 mM EDTA solution, pH 9.0) for PML or 10 
mM citrate buffer pH 6.0 for p16INK4a. All subsequent steps were done at room temperature. 
The sections were blocked with a protein-blocking serum-free reagent (DAKO) and incubated 
with primary antibody for 60 minutes followed by a 20-min treatment with the secondary 
biotinylated antibody (DAKO) and then incubated for 20 minutes with streptavidin-peroxidase 
(DAKO). Reaction products were developed with diaminobenzidine (DAKO) containing 0.3% 
H2O2 as a substrate for peroxidase. Nuclei were counterstained with Harris hematoxylin 
(Sigma-Aldrich, St. Louis, MO). 
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2.2.8 Legends 
Figure 2.1 PML represses E2F target genes and induces p53 and the DNA damage response. 
A) qPCR for selected cell cycle genes and DNA repair genes. Total RNA was extracted from 
IMR90 fibroblasts five days after infection with a PML-IV expressing retrovirus when cells 
where not yet senescent according to the SA-β-Gal marker (Figure S2.1B). B) DIRE analysis 
of genes found downregulated in PML expressing cells using Afimetrix microarrays (Genome 
Quebec). C) PML and phospho-ATM foci in IMR90 cells expressing PML or a vector control 
fixed nine days post infection as revealed by indirect immunofluorescence staining with 
specific anti-PML and anti-phospho-ATMS1981 antibodies followed by confocal microscopy. 
D) PML and γH2AX foci in cells as in (C). E) Immunoblots for the indicated proteins in cells 
expressing PML or a vector control in cells as in (C). F) qPCR for the p53 target gene 
GADD45α using RNA from cells at days 5 and 10 post infection. 
 
Figure 2.2 Association of E2F1-3 with PML bodies. A-D) Colocalization of PML with E2F1, 
2 or 3 as revealed by indirect immunofluorescence staining with specific anti-PML and anti-
E2F1-3 antibodies followed by laser scanning confocal microscopy. A-C) IMR90 fibroblasts 
expressing PML-IV five days post infection, (D) IMR90 fibroblasts after treatment for six or 
13 days with 2000 units of β-interferon or serially passed until they reached replicative 
senescence. 
 
Figure 2.3 E2F3 localization in PML bodies in normal human fibroblasts after expression of 
oncogenic ras. Cells expressing oncogenic ras (RasV12) or an empty vector were fixed at the 
indicated times after retroviral infection and co-stained with anti-E2F3 and anti-PML 
antibodies. Signals were identified by confocal immunofluorescence after immunostaining 
with secondary antibodies. Images are representative of most cells in the populations. A 
magnified PML body is shown at the bottom right. 
 
Figure 2.4 E2F-inhibition is required for PML-induced senescence. A-B) E7 inhibits Rb/E2F 
localization in PML bodies. Laser scanning confocal microscopy of cells expressing PML-IV 
and E7 and stained with both anti-PML and anti-Rb antibodies (A) or with both anti-PML and 
  74 
anti-E2F1 antibodies (B). C) SA-β-Gal senescence marker of IMR90 cells expressing PML 
and the indicated vectors. D) qPCR for E2F-target genes with RNA from cells expressing 
PML and the indicated vectors. E) BrdU incorporation in cells expressing PML and the 
indicated vectors. F) SA-β-Gal senescence marker of IMR90 cells expressing PML and the 
indicated vectors.  
 
Figure 2.5 Regulation of E2Fs by PML in U2OS osteosarcoma cells. A) Localization of E2F3 
in PML bodies in U2OS cells expressing the indicated vectors and stained with antibodies for 
PML and E2F3. B) Detection of Rb/PML and PML/E2F3 complexes after 
immunoprecipitation of PML in U2OS cells expressing flag-PML-IV (P) or a flag-expressing 
vector control (V). mIgG is a non-specific antibody. C) Localization of PP1α into PML 
bodies. Cells with the indicated expression vectors were stained with specific antibodies 
against PML and PP1α. Images were obtained by confocal microscopy. D) Chromatin 
immunoprecipitation with anti-E2F-1 or anti-PML antibody in U2OS cells expressing PML-
IV or a Flag-expressing vector (flag). NS, non specific normal mouse IgG.  
 
Figure 2.6 Expression of PML is increased in benign prostatic hyperplasia (BPH) and altered 
in prostate cancer. A) Staining for the senescence marker p16INK4a in normal prosates and 
BPH samples. B) PML bodies in normal, benign and malignant prostate tumors. PML was 
assessed by staining prostate tissue samples of BPH (n=7) and tissue microarrays containing 
cores with normal prostate (n=49), normal prostate adjacent to tumors (n=55), prostatic 
intraepithelial neoplasias (n= 32), prostate carcinoma (n=64). Percentages indicate nuclei 
positive for 4 or more PML bodies. Magnification 40X. C) PML bodies were counted in 
individual epithelial cells from sections of normal prostate (12 patients, 1306 cells), prostate 
carcinoma (five patients, 340 cells), and BPH (six patients, 489 cells). However, since no 
PML staining was observed in the normal prostate adjacent to tumors or in PIN lesions, we did 
not count PML bodies in those samples. In tumors, the counts refer to the few samples where 
PML bodies were observed. 
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Figure 2.7 Models of PML functions in senescence. A) Several positive feed back mechanism 
between p53 and PML regulate senescence. In cell expressing PML the primary effect is the 
inhibition of E2F target genes, leading to proliferation arrest, DNA damage and p53 
activation, which further activates the PML/Rb/E2F pathway. B) Model for a role of PML in 
E2F-target gene repression and formation of heterochromatin foci in senescent cells. 
  




Figure 2-1: PML represses E2F target genes and induces p53 and the DNA damage response 
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Figure 2-2: Association of E2F1-3 with PML bodies 
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Figure 2-3: E2F3 localization in PML bodies in normal human fibroblasts after expression of 
oncogenic ras 
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Figure 2-4: E2F inhibition is required for PML-induced senescence 
 




Figure 2-5: Regulation of E2Fs by PML in U2OS osteosarcoma cells. 
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Figure 2-6: Expression of PML is increased in begnin prostatic hyperplasia (BPH) and altered in 
prostate cancer 
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Figure 2-7: Models of PML functions in senescence 
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2.2.10 Supplementary data 
2.2.10.1 Supplementary material and methods 
Coimmunoprecipitations 
U2OS were infected and selected for the insertion of empty or PML-expressing 
retroviral vector. To prepare cell lysates, cells were washed twice with PBS and collected by 
scrapping in cold Cell Lysis Buffer (20 mM Tris-HCl [pH 7.5], 150 mM NaCl, 1 mM EDTA, 
1 mM EGTA, 1% Triton X-100, 2.5 mM Sodium Pyrophosphate, 1 mM β-glycerolphosphate, 
protease inhibitor cocktail [Roche; Mississauga, ON, Canada]) after 5 min of incubation on 
ice. Coimmunoprecipitations were performed with 2 mg of total cell proteins pre-cleared for 
1-2 hours at 4°C with protein A/G Sepharose beads (Amersham/GE Healthcare; Baie d’Urfe, 
QC, Canada). After centrifugation the supernatant was transferred to a new tube with either 
anti-Flag antibody (1:200, F1804, Sigma) or normal mouse IgG (1:200, sc-2025, Santa Cruz 
Biotechnology) for overnight incubation at 4°C. Immunoprecipitates were recovered by 1-2 
hours of incubation at 4°C with protein A/G Sepharose beads. Precipitates were washed three 
times with Cell Lysis Buffer. Precipitates were eluted in 60 µl of SDS Sample Buffer (60 mM 
Tris-HCl pH 6.8, 10 % glycerol, 2 % SDS and 5% 2-mercaptoethanol) with Bromophenol 
Blue and boiled for 5 min. Half of elutions (30 µl) were separated on SDS-PAGE and 
transferred to Immobilon-P membranes (Millipore; Billerica, MA). For whole-cell lysates, 50 
µg was loaded. Primary antibody used were: PML (1:250, PG-M3, Santa Cruz 
Biotechnology), Rb (1:250, G3-245, BD Pharmingen) and E2F3 (1:500, C-18, Santa Cruz 
Biotechnology). Signals were revealed after incubation with anti-mouse or anti-rabbit 
secondary antibodies, coupled to peroxidase (Amersham) by using enhanced 
chemiluminescence (ECL, Amersham). 
 
Chromatin Immunoprecipitation Assay in U2OS cells 
Stably infected U2OS cells then treated with 1.5% formaldehyde for 10 min at RT. 
Crosslinking was stopped with 125 mM glycine for 5 minutes. Cells were washed twice with 
PBS and collected in cold PBS with protease inhibitor cocktail (Roche) by scrapping. They 
were washed in NCPI buffer (EDTA 10 mM, EGTA 0.5 mM, HEPES 10 mM pH 6.5, Triton 
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X-100 0.25%), NCPII buffer (EDTA 1 mM, EGTA 0.5 mM, Hepes 10 mM pH 6.5, NaCl 200 
mM) and harvested in cold Cell Lysis Buffer (20 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 1 mM 
EDTA, 1 mM EGTA, 1% Triton X-100, 2.5 mM Sodium Pyrophosphate, 1 mM β-
glycerolphosphate and protease inhibitor cocktail [Roche]). Samples were sonicated to 
generate DNA fragments around 500 bp. For immunoprecipitation, 1 mg of protein extract 
was precleared for 3 hr with 35 µl of a 50% slurry of protein G sepharose beads and 6 µg of 
salmon sperm DNA at 4°C before transferring the extracts to new tubes containing either anti-
E2F1 (1:100, KH-95, Santa Cruz Biotechnology), anti-Flag antibody (1:200, F1804, Sigma) or 
normal mouse IgG (1:200, sc-2025, Santa Cruz Biotechnology) for an overnight incubation at 
4°C. Immunoprecipitates were recovered by 1-2 hours incubation at 4°C with 50 µl of a 50% 
slurry of protein G sepharose beads. Precipitates were washed 3 times with Cell Lysis buffer 
and 3 times with Cell Lysis buffer with 500 mM LiCl. Immunocomplexes were eluted for 10 
min at 65°C with 1% SDS and crosslinking was reversed by adding an equal volume of TE, 
NaCl up to 200 mM, 10 µg of RNase A followed by an overnight incubation at 65°C. After 
two hours digestion with 40 µg Proteinase K and 1x buffer (5x is Tris-HCl 50 mM pH7.5, 
EDTA 25mM and SDS 1.25%). DNA was extracted with one phenol/chloroform and one 
chloroform extraction, and then precipitated with two volumes of EtOH and 20 µg of glycogen 
carrier before being resuspended in 60 µl of TE. PCR reactions were performed with 2 µl of 
each sample, forward and reverse primers (250 nM), MgCl2 (2.5 mM), dNTP (0.2 mM), 
SYBR Green (0.33x, Invitrogen, Burlington, Ontario, Canada), 1x buffer for Jump Start Taq 
and Jump Start Taq (0.5 unit, Sigma) in a final volume of 20 µl. After denaturation at 95 °C 
for six min, samples went through 50 cycles of amplification (30 s at 95°C, 30 s at 58°C and 
30 s at 72°C). A dissociation protocol followed the amplification program to characterize the 
amplified product(s). PCR was performed using a Light Cycler 480 and relative quantification 
with ΔΔCt analysis (Roche). Primers are described bellow. 
Real-time PCR 
To analyze mRNA expression, infected cells were collected at described time in Trizol 
(Invitrogen) for RNA extraction according to the manufacturer’s instructions. For cDNA 
preparation, 2 µg or total RNA were reverse transcribed using the RevertAid H minus first 
strand cDNA synthesis kit (Fermentas, Burlington, ON, Canada) as recommended by the 
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manufacturer. Reverse transcription products were diluted 10 times with pure water prior to 
real-time quantitative PCR. Gene expression level was determined using primer and probe sets 
from Universal ProbeLibrary (https://www.roche-applied-science.com/sis/rtpcr/upl/index.jsp). 
PCR reactions for 384 well plate formats were performed using 2 µl of cDNA samples, 5 µl of 
the TaqMan PCR Master Mix (Applied Biosystems, CA), 2 µM of each primer and 1 µM of 
the Universal TaqMan probe in a total volume of 10 µl. The lightCycler 480 Real-Time PCR 
System (Roche Applied Science) was used to detect the amplification level and was 
programmed to an initial step of 10 minutes at 95°C, followed by 40 cycles of 15 seconds at 
95°C and 1 minute at 60°C. All reactions were run in triplicate and the average values were 
used for quantification. The TBP (TATA-binding protein) was used as endogenous control. 
qPCR with Sybr Green technology was performed as published by Bourdeau and col 
(Bourdeau et al. 2004). The relative quantification of target genes was determined by using the 
ΔΔCT method.  
 
ChIP Forward (5’ -> 3’) reverse (5’ -> 3’) 
BRCA1 gattgggacctcttcttacgact tacccagagcagagggtgaagg 
FANCD2 cttctctctgacgtcgcctctg gactacgaccattgctccacttact 





forward (5’ -> 3’) 
 
reverse (5’ -> 3’) 
Probe 
UPL 
BRCA1 ttaaagaaagaaaaatgctgaatgag ggtggtttcttccattgacc 82 
CCNE1 ggccaaaatcgacaggac gggtctgcacagactgcat 36 
CDC25B ccgaatcttctgatgcaggt gcctgttcaaacgtctgct 23 
FANCC ggcagcagagagcacagac gctgctgcttctggacatt 10 
FANCD2 agcacactggcatttagcaa caccaagtgcatgtcatcct 66 
FANCG cctggccttgttactagagacc agttttcagaagtaacagcagatcc 71 
FEN1 aaccccgaaccaagctttag ggccacatcagcaattagttt 82 
GADD45A ttgcaatatgactttggaggaa catcccccaccttatccat 19 
MCM6 cagctaagagccaatttctcaag ggacgctttaccactggtgt 25 
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MSH2 caaggagaatgattggtatttgg ccaaagagaatgtcttcaaactgag 2 
MSH6 tgaattggcagtttgtgatga tctgttacgtaagttgtgcctacc 21 
ORC1 aaggcctttgaagatgatgc catctccagacagtgctgcta 72 





forward (5’ -> 3’) 
 
reverse (5’ -> 3’) 
IL8 ggcacaaactttcagagacagca ggcaaaactgcaccttcacaca 
NRF1 gctacagtcactatggcgcttaaca acgatctgtcccccaccttgta 
NRF2a tgaaatactccagccatgactaaaaga cgcgtaggtttgttctacaatgc 
TFAM cccatatttaaagctcagaacccaga ttgaatcaggaagttccctcca 
PGC1a gctacgaggaatatcagcacga aatcacacggcgctcttcaa 
PGC1b ggcaggcctcagatctaaaagtca gcatcatgggagccttcttgtc 
 
Western blot 
Protein expression analysis was performed as in (Calabrese et al 2009). Primary 
antibodies used were: anti-E2F3 (1 :500, C-18, Santa Cruz Biotechnology), anti-Rb (G3-245, 
1:250, BD Pharmingen), anti-p53 (9282, 1:1000, Cell Signaling), anti-p53 (2524, 1:1000, Cell 
Signaling), anti-phospho-p53S15 (9286, 1:2000, Cell Signaling), anti-PML (PGM-3, 1:500, 
Santa Cruz), anti-α-tubulin (B-5-1-2, 1:5000, Sigma). Signals were revealed after incubation 
with anti-mouse or anti-rabbit secondary antibodies, coupled to peroxidase (Amersham) by 
using enhanced chemiluminescence (ECL, Amersham) or Lumi-LightPLUS (Roche). 
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2.2.10.3 Supplementary Legends 
Figure S2.1 The characteristics of PML-induced senescence. A) Growth curves of IMR90 
cells expressing PML or a control vector. Cells were plated after selection (three days post 
infection with the indicated retroviral vectors) B) SA-β-Gal senescence marker of IMR90 cells 
expressing PML or a control vector five or eleven days post infection. C) qPCR for the 
expression of the senescence associated cytokine IL-8. D-E) Fluorescence staining for reactive 
oxygen species in cells expressing PML or a vector control according Moiseeva et al 2009. 
DCFDA stains for hydrogen peroxide and DHE for superoxide. F) PML induces multiple 
regulators of mitochondrial biogenesis. Real time PCR measuring mRNA levels of the 
indicated genes at days 5 and 11 after infection with a retroviral vector control or its derivative 
expressing PML-IV. 
 
Figure S2.2 Characteristics of RAS-induced senescence. A) Relative mRNA expression levels 
of activator E2Fs in human fibroblasts. Quantitative PCR on reverse transcribed total RNA 
from IMR90 cells. E2F3 is amplified 5 PCR cycles before E2F1 or E2F2. B) Localization of 
HP1γ  and PML during Ras-induced senescence. Cells expressing oncogenic ras or an 
empty vector were fixed at the indicated times after retroviral infection and co-stained with 
anti-HP1γ and anti-PML antibodies. Signals were identified by confocal immunofluorescence 
after immunostaining with secondary antibodies. Images are representative of most cells in the 
populations.  
 
Figure S2.3 PML bodies do not localize with Senescence associated heterochromatin foci 
(SAHF) in senescent cells. Cells expressing oncogenic ras were fixed at 9 days post-infection. 
Signals were identified after immunostaining with anti-PML antibodies and Dapi. Images are 
representative of most cells in the populations.  
  
Figure S2.4 E7-dependent inhibition of Rb/E2F localization in PML bodies depends on 
regions of E7 capable of destabilizing the Rb family. Laser scanning confocal microscopy of 
cells expressing PML-IV and the indicated E7 alleles and stained with both anti-PML and 
anti-E2F3 antibodies. 
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Figure S2.5 Rb binding domain of E2F is required for localization of E2F with PML in PML 
bodies. Indirect immunofluorescence staining with specific anti-PML (red) and anti-Ha 
antibodies (green) followed by laser scanning confocal microscopy. Four overlaid images are 
presented. Cells expressing Ha-ERE2F2 (E2F2 fused to the mouse estrogen receptor tagged 
with the Ha epitope) were treated with tamoxifen 100 nM or vehicle. ERE2F2 mutant lacking 
the Rb and transactivation region (amino acids 1 to 299 only) (ERE2F2ΔRb) was constructed 
by digesting ERE2F2 with AccI (NEB) and ligating in a pre-hybridized and digested linker 
containing a stop codon. The linker sequence is: 
5’-CACGTCTACTGAGGATAGTTAACGTCGACCAC-3’ and its complement ordered from 
BioCorp ADN inc.). Note that PML bodies are yellow in the four overlaid images of cells 
expressing ER-E2F2 and treated with 4OH-tamoxifen but remain red in cells expressing 
ERE2F2ΔRb similarly treated. 
 
Figure S2.6 Expression of PML-IV in U2OS cells induces a cell cycle arrest with senescence 
markers. A) Growth curves and colony assays. B) qPCR for E2F targets in U2OS cells 
expressing PML or a vector control. C) DNA damage foci of cells expressing the indicated 
vectors and stained with antibodies for PML and γH2AX. D) Colocalization of E2F1 and PML 
bodies in U2OS cells expressing the indicated vectors and stained with antibodies for PML 
and E2F1.  
 
Figure S2.7. Localization of PP1α into PML bodies in normal human fibroblasts. Cells with 
the indicated expression vectors were stained with specific antibodies against PML and PP1α. 
Images were obtained by confocal microscopy. 
 
Figure S2.8. Oncomine search for E2F targets in benign prostatic hyperplasia (BPH). Data 
comes from the study by Luo and col (Luo et al. 2001). BPH samples have a clear reduction 
(blue color) in multiple E2F targets. Colors are z-scores normalized to compare values within 
every row. 
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Figure S2.9. Levels of selected E2F targets in BPH according to the data from Luo and col 
(Luo et al. 2001). These selected targets were also found downregulated in PML-induced 
senescence (Figure 1). 
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2.2.10.4 Supplementary Figures 
 
Supplementary figure 2-1: The characteristics of PML-induced senescence 
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Supplementary figure 2-2: Characteristics of RAS-induced senescence 
  96 
 
Supplementary figure 2-3: PML bodies do not localize with senescence associated 
heterochromatin foci (SAHF) in senescent cells 
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Supplementary figure 2-4: E7-dependent inhibition of RB/E2F localization in PML bodies 
depends on regions of E7 capable of destabilizing the RB family. 
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Supplementary figure 2-5: RB binding domain of E2F is required for localization of E2F with 
PML in PML bodies 
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Supplementary figure 2-6: Expression of PML-IV in U2OS cells induces a cell cycle arrest with 
senescence markers. 
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Supplementary figure 2-7: Localisation of PP1α  into PML bodies in normal human fibroblasts. 
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Supplementary figure 2-8: Oncomine search for E2F targets in begnin prostatic hyperplasia 
(BPH). 
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Supplementary figure 2-9: Levels of selected E2F targets in BPH 
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3 La protéine CHES1/FOXN3 régule la prolifération 
cellulaire en réprimant PIM2 
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3.1 Présentation de l’article 2 
Ce deuxième article avait pour but de déterminer le rôle du facteur de transcritpion 
CHES1 dans la régulation du cycle cellulaire. Dans un premier temps, nous avons voulu savoir 
quel était l’effet de l’expression de CHES1 dans des cellules humaines normales en 
comparaison avec des cellules humaines transformées. Nous avons ensuite synthétisé 
différents mutant de CHES1 afin de déterminer quel(s) domaine(s) étai(en)t nécessaire(s) à 
l’effet observé. Par ailleurs, nous avons réalisé une analyse sur micropuce d’ADN à partir 
d’ARNm de cellules transformées exprimant CHES1 afin de mettre en évidence les gènes dont 
l’expression est modifiée dans ces conditions. Nous avons alors identifié les gènes 
susceptibles de modifier le cycle cellulaire et avons voulu savoir si ces gènes étaient 
directement régulés par CHES1. Grâce à des analyses bioinformatiques ainsi que des 
expériences d’immunoprécipitation de la chromatine, nous avons isolé le gène PIM2 dont 
nous avons modulé l’expression dans des cellules transformées en culture en présence de 
CHES1 afin de valider la relation qui semble exister entre ce gène et CHES1. Globalement, 
cet article avait pour but de mettre en évidence les capacités antitumorales des CHES1 et de 
proposer un mécanisme d’action par lequel CHES1 pouvait moduler le cycle cellulaire. 
Ce deuxième article est un manuscrit soumis au journal Molecular Biology of the Cell 
en octobre 2013. Pour cet article, ma contribution est égale à celle de Geneviève Huot. Plus 
précisément, j’ai réalisé les expériences d’analyse sur micropuce d’ADN ainsi que les analyses 
bioinformatiques, d’immunoprécipitation de la chromatine, d’essais luciférase, d’expression 
protéique et de croissance cellulaire. De son côté, Geneviève a réalisé des expériences de 
croissance cellulaire ainsi que des western blots. Pour leurs parts, Laurent Doucet a réalisé les 
mutants de CHES1 et les essais de colonies qui les accompagnent, Véronique Bourdeau a 
réalisé les qPCR et Emmanuelle Saint-Germain et Alexandro Mojo ont contribué aux 
expériences d’immunoprécipitation de la chromatine et d’essais luciférase. 
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CHES1/FOXN3 regulates cell proliferation by repressing PIM2 and protein 
biosynthesis 
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Emmanuelle Saint-Germain, Marie-France Gaumont-Leclerc, Alejandro Moro and 
Gerardo Ferbeyre 
Département de Biochimie, Université de Montréal, C.P. 6128, Succ. Centre-Ville, Montréal, 
Québec, Canada H3C 3J7 
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3.2.1 Abstract 
The expression of the forkhead transcription factor CHES1, also known as FOXN3, is 
reduced in many types of cancers. We show here that CHES1 suppresses protein synthesis and 
cell proliferation in tumor cell lines but not in normal fibroblasts. Conversely shRNA-
mediated depletion of CHES1 increased tumor cell proliferation. Growth suppression was 
dependent on the CHES1 forkhead DNA binding domain and correlated with the nuclear 
localization of CHES1. CHES1 represses the expression of multiple genes including the 
kinases PIM2 and DYRK3, which regulate protein biosynthesis, and a number of genes in 
cilium biogenesis. CHES1 binds directly to the promoter of PIM2 and in cells expressing 
CHES1 the levels of PIM2 were reduced as well as the phosphorylation of the PIM2 target 
4EBP1. Overexpression of PIM2 or eIF4E partially reversed the antiproliferative effect of 
CHES1 indicating that PIM2 and protein biosynthesis are important targets of the 
antiproliferative effect of CHES1. In several human hematopoietic cancers, CHES1 and PIM2 
expression are inversely correlated suggesting that repression of PIM2 by CHES1 is clinically 
relevant. 
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3.2.2 Introduction 
CHES1 is a human forkhead transcription factor identified as a suppressor of 
checkpoint defects in yeast (Pati et al., 1997). CHES1 interacts with the transcription 
regulators SKIP, also known as NCoA2 (Scott and Plon, 2005) and with the corepressors 
MEN1, HDAC1, HDAC2 and SAP130/mSin3a (Busygina et al., 2006). Several reports 
indicate that CHES1 expression is downregulated in human cancers, including oral squamous 
cell carcinoma (Chang et al., 2005), laryngeal cancer (Markowski et al., 2009a; Markowski et 
al., 2009b) and diffuse large B-cell lymphoma (Basso et al., 2005). Furthermore, it has been 
recognized that the distal part of chromosome 14, where the CHES1 locus is located, hosts a 
tumor suppressor gene (Pehlivan et al., 2008). Knockdown of CHES1 in Xenopus laevis 
revealed a role for this transcription factor in craniofacial and eye development and 
immunoprecipitation analysis confirmed its interaction with several corepressors (Schuff et al., 
2007). Similarly, genetic inactivation of CHES1 in mice led to craniofacial defects and in 
some cases to lethality (Samaan et al., 2010).  
The paradigm of transcriptional repressors as tumor suppressor genes was based on the 
discovery of the retinoblastoma tumor suppressor that represses the expression of E2F target 
genes required for cell proliferation (Weinberg, 1995). However, other repressors have 
powerful oncogenic activities (Peinado et al., 2007), indicating that the specificity of gene 
repression determines the role that this class of transcriptional regulators plays in human 
cancers. Hence, for CHES1 to act as a tumor suppressor, it must negatively regulate genes 
required for cell proliferation. Here we investigate the effects of CHES1 on cell proliferation 
in both normal cells and several tumor cell lines and provide evidence for a mechanism of 
CHES1 action as a repressor of the expression of the protein kinase coding gene PIM2 and a 
downregulator of protein translation. 
3.2.3 Results 
The forkhead transcription factor CHES1 inhibits cell proliferation in tumor cells but 
not in normal cells. 
To investigate the role of CHES1 in the control of cell proliferation, we cloned CHES1 
(NM_001085471.1) into the retroviral expression vector pLPC under the control of the CMV 
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promoter. Introduction of these vectors in the human tumor cell lines H1299 (lung cancer) or 
U2OS (osteosarcoma) dramatically inhibited their ability to form colonies (Figure 1A and B). 
Conversely, shRNA-mediated inactivation of CHES1 in U2OS cells moderately increased 
their growth and this effect was reversed by expressing a mutated allele of CHES1 (rCHES1) 
resistant to the effects of the shRNA (Figure 1C and D). In contrast, expression of CHES1 in 
human primary fibroblasts IMR90 did not significantly affect cell growth (Figure 1E and F). 
Consistent with previous work showing that CHES1 is a transcription factor of the forkhead 
family, we found that the protein localized to the nucleus when expressed in IMR90 cells 
(Figure 1G). 
Next, we studied the domain requirements for CHES1-mediated growth suppression in 
U2OS cells. We generated multiple deletion mutants of CHES1 lacking the N- or C-terminal 
domains in combination or not with the forkhead DNA-binding domain (DBD) located at the 
center of the protein (Figure 2A). According to the software “Predict NLS”, https://rostlab.org/owiki/index.php/PredictNLS, CHES1 possesses a NLS in the C-
terminal domain between residues 418 to 445 (Figure 2A). Since the C-terminal truncated 
proteins may not localize to the nucleus to the same extent as the N-terminal truncated mutants 
or the wild type CHES1, we introduced the SV40 NLS sequence at the C-terminus of these 
mutants to ensure that the subcellular localization would not influence our functional 
characterization (Figure 2A). We introduced these constructs in U2OS cells (Figure 2B-C) and 
measured cell proliferation in a colony formation assay (Figure 2D). We found that deletions 
including the forkhead DBD abolished CHES1’s growth inhibitory effect (Figure 2D and E). 
In addition, mutation of the conserved histidine residue at position 164 into alanine 
(CHES1H164A) also impaired the growth suppression ability of CHES1 (Supplementary 
figure 1). This residue is in the forkhead DNA binding domain and is equivalent to histidine 
169 in HNF-3 (FOXM1) that directly contacts the DNA (Clark et al., 1993). Interestingly, 
deletion of either the N- or the C-terminal domain alone had little or no effect on CHES1’s 
capability to reduce colony formation, suggesting that CHES1’s DBD is necessary and 
sufficient to mediate its effects and that other domains are dispensable (Figure 2D and E). Of 
interest, CHES1DN was as effective at reducing colony-formation as wild type CHES1 
although it was expressed at much lower levels (Figure 2B and C). This effect was not due to 
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differences in transfection efficiency as levels of co-transfected GFP were similar for all 
mutants (Figure B). In agreement, treatment of cells with the proteasome inhibitor MG132 at 
concentrations that stabilized the proteasome target p53, allowed us to detect the presence of 
CHES1DN (Figure 2C). It is then plausible that like other transcription factors CHES1 activity 
is coupled to proteasome-dependent degradation (Geng et al., 2012). Accordingly, CHES1DN 
may have increased activity explaining its increased proteasome-dependent turnover. Taken 
together, the data obtained by expressing different deletion mutants of CHES1 indicate that the 
DNA binding domain is necessary for growth suppression and under conditions of 
overexpression sufficient to reduce cell growth. 
Next, we developed a fusion protein between CHES1 and the ligand-binding domain of 
the estrogen receptor (ER) to create a chimeric protein where CHES1’s functions can be 
conditionally activated. ER fusions are inactive because ER keeps the fusion protein in an 
inactive complex in the cytoplasm. However, treatment with 4-hydroxytamoxifen (4-OHT) 
releases the fusion protein from the inactive conformation. This strategy allows to generate 
sufficient amounts of CHES1-expressing cells for biochemical analysis. We introduced 
CHES1-ER in the human lung cancer cell line H1299 by retroviral gene transfer and obtained 
a moderately higher expression than endogenous levels (Figure 3A). Adding 4-OHT induced 
the nuclear localization of CHES1-ER (Figure 3B) and dramatically inhibited cell growth 
(Figure 3C). We did not notice a significant accumulation of floating (dead cells) in our 
cultures, suggesting that CHES1 is inhibiting cell cycle progression rather than causing cell 
death (see below). 
CHES1 acts as a transcriptional repressor 
To identify genes regulated by CHES1, we infected H1299 cells with retroviral vectors 
expressing CHES1 or a control empty vector. RNA was obtained three days after puromycin 
selection of cell populations expressing the vectors.  We found mostly downregulated genes 
(Figure 4A), suggesting that CHES1 may regulate cell proliferation by acting predominantly 
as a transcriptional repressor as previously suggested (Scott and Plon, 2005; Busygina et al., 
2006). Among the downregulated genes that could potentially explain the proliferation defects 
of CHES1-expressing cells, we noticed the protein kinases PIM2 and DYRK3, which regulate 
protein biosynthesis as well as the tRNA splicing enzyme TSEN2. Several potassium channels 
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mRNAs were also downregulated. Gene ontology analysis revealed the downregulation of 
many genes implicated in cilium biogenesis, the flagellum, the cytoskeleton and the 
smoothened signaling pathway (Figure 4B and Table I). We confirmed the downregulation of 
PIM2, DYRK3 and TSEN2, which are involved in protein biosynthesis, as well as three more 
gene found highly down regulated: IFTT81, CCDC104 and IQCK (Figure 4C).  
PIM2 is a powerful oncogene in transgenic mice (Allen et al., 1997) and expression of 
its three isoforms (Long, Medium and Short) correlates with malignancy in human prostate 
cancers (Dai et al., 2005). PIM2 is overexpressed in several B-cell cancers, including chronic 
lymphocytic leukemia (CLL), diffuse large B-cell lymphoma (DLBCL), mantle cell 
lymphoma (MCL) and myeloma (Cohen et al., 2004; Huttmann et al., 2006). PIM kinases are 
currently under investigation as targets for pharmacological inhibition in hematological 
cancers (Schatz et al., 2011). To study the mechanism of PIM2 repression by CHES1, we 
mapped potential forkhead binding sites along the PIM2 promoter from -2.5 to +0.25 of the 
transcription start site with the Transcriptional Regulatory Element Database website (TRED, http://rulai.cshl.edu/cgi-­‐bin/TRED/tred.cgi?process=home) using the HNF3-beta/FOXA2 
matrix (Figure 5A and Supplemental Table I). We also analysed the PIM2 locus for CHES1 
binding sites by chromatin immunoprecipitation using primers covering the same region 
(Figure 5B). We found binding of CHES1 to many sites along this region but not to the control 
HMBS promoter. In addition, the binding at to two sites close to the transcription start site at -
250 was stronger. We thus cloned the PIM2 promoter region contained the two strong CHES1 
binding sites on a luciferase reporter. Co-expression of this reporter with increased amounts of 
CHES1 revealed a dose-response dependent repression of luciferase activity. Of note, the 
maximum concentration of CHES1 used was not able to repress luciferase in a control reporter 
without the CHES1 binding sites (Figure 5C). These results suggest that CHES1 can directly 
regulate PIM2-gene expression. 
CHES1 reduces protein translation 
Next we used the conditional CHES1-ER fusion construct to investigate the regulation 
of PIM2 by CHES1. We found that all protein isoforms of PIM2 were repressed in CHES1-ER 
expressing cells treated with 4-OHT (Figure 6A). Importantly, phosphorylation of 4EBP1, a 
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target of the PIM2 kinase, was highly reduced in CHES1-expressing cells (Figure 6A) while 
its transcription did not seem affected (Figure 6B). Of note total 4EBP1 levels were also 
reduced (not shown) since hypophosphoylated 4EBP1 is degraded rapidly by the proteasome 
(Yanagiya et al., 2012). In agreement, with this result, it has been reported that a PIM kinase 
inhibitor blocks the growth of lymphoma cells concomitant with a reduction in both 4EBP 
phosphorylation and total levels of 4EBP1 (Lin et al., 2010). Finally, expression of CHES1 in 
normal human fibroblasts IMR90 did not reduce PIM2 expression although CHES1 was well 
expressed (Figure 6C) consistent with the lack of growth inhibition previously observed. To 
investigate how much the reduction of PIM2 in CHES1-expressing tumor cells was important 
for its antiproliferative effects, we expressed the Short or Medium isoforms of PIM2 (PIM2-S 
and PIM2-M respectively) in H1299 cells expressing CHES1-ER. Treatment with 4-OHT to 
induce CHES1-ER activity inhibited the growth of cells co-expressing a control vector, but 
cells co-expressing PIM2-S or -M were more resistant to CHES1 induction (Figure 6D and E). 
CHES1 represses other proteins, some required for translation, suggesting an explanation for 
this partial effect. In agreement with a global translational effect of CHES1, cells expressing 
CHES1 had a reduced incorporation of S35-labelled methionine into total proteins (Figure 
6F). Overexpression of eIF4E, an oncogenic translation factor (Wendel et al., 2004), also 
inhibited the antiproliferative effect of CHES1 in H1299 cells (Figure 6G-H).   
To investigate whether the antiproliferative effects of CHES1 were due to activation of 
a checkpoint pathway and the arrest of cells in a particular stage of the cell cycle, we analyzed 
CHES1-ER expressing cells treated with 4-OHT or vehicle for DNA content using FACS. We 
did not find a cell cycle arrest specific to any cell cycle stage nor cells with DNA content 
lower than G1 (indicative of apoptosis) (Figure 6I). H1299 cells treated with the protein 
synthesis inhibitor cycloheximide did not show major changes in their cell cycle profile 
(Figure 6J). This result is consistent with a disabled translational control in CHES1-expressing 
cells, which likely slows the cell cycle at multiple steps. 
To validate whether repression of PIM2 by CHES1 occurs in human cancers, we 
searched Oncomine for tumors where CHES1 is reduced. We found in primary effusion 
lymphomas, diffuse large B-cell lymphoma and hairy cell leukemia a reduction in CHES1 and 
a concomitant increase in PIM2 (Supplemental figure 2). 
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3.2.4 Discussion 
A conserved DNA-binding domain known as the forkhead characterizes the forkhead 
family of transcription factors. In humans, this family contains 39 members divided into 
subgroups from A to S (Greer and Brunet, 2005). In human cancers, several members of the 
FOXO subgroup are inhibited after phosphorylation by oncogenic kinases such as AKT 
(Bouchard et al., 2004) or IKKβ (Hu et al., 2004). FOXOs can repress tumor formation by 
several mechanisms including the repression of MYC target genes (Bouchard et al., 2004) and 
induction of several cyclin kinase inhibitors such as p27, p15INK4b and p19INK4d 
(Katayama et al., 2008). CHES1 is a forkhead DNA binding transcription factor of the N-
subgroup (its alternative name is FOXN3) that is also downregulated in several human cancers 
(Basso et al., 2005; Chang et al., 2005; Markowski et al., 2009a; Markowski et al., 2009b). 
CHES1 is unique among forkhead family members because it does not contain a 
transcriptional activation domain. Instead, CHES1 C-terminus binds several corepressors 
(Scott and Plon, 2005; Busygina et al., 2006), suggesting that it regulates transcription mostly 
by inhibiting gene expression. This is in agreement with our microarray analysis showing 
predominantly downregulated genes in CHES1-expressing cells.  
Unlike the FOXO subgroup, CHES1 seems to inhibit a unique set of genes including 
the kinases PIM2 (Song and Kraft, 2012), and DYRK3, which regulate TORC1 signaling and 
protein translation (Wippich et al., 2013) and many genes implicated in cilium biogenesis. The 
role of cilium biogenesis as a target of the antiproliferative functions of CHES1 requires 
further study but it is intriguing that the tumor suppressors TSC1/2 also inhibit proteins 
synthesis and cilium biogenesis (Yuan et al., 2012). The FOXO family of tumor suppressors is 
known for antagonizing growth-promoting signals, in part by upregulating the translational 
repressor 4EBP1 (Harvey et al., 2008). CHES1 may cooperate in the same pathway by 
repressing PIM2, which is known to phosphorylate and inactivate 4EBP1 (Hammerman et al., 
2005) and by repressing DYRK3, which inhibits TORC1 (Wippich et al., 2013). Intriguingly, 
PIM2 can also phosphorylate and inactivate the FOXO family (Morishita et al., 2008), so its 
repression by CHES1 can activate other tumor suppressors of the FOXO family. Intriguingly, 
like CHES1, the tumor suppressor p53 can also target protein translation (Horton et al., 2002) 
suggesting that this could be a general mechanism of action of multiple tumor suppressors. 
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In three different lymphomas, the expression of CHES1 negatively correlated with the 
expression of PIM2 (Basso et al., 2005). Those studies suggest that loss of CHES1 in human 
tumors leads to an increase in PIM2 kinase levels. It is also intriguing that CHES1 inhibited 
the growth of tumor cell lines but had no effect in normal human fibroblasts. In Drosophila, 
the FOXO transcription factor only restricts the growth of cells with hyperactive TOR 
signaling (Harvey et al., 2008). Although further studies are required to explain tumor 
selectivity of CHES1’s antiproliferative effects, oncogenic signals may modify CHES1 
properties in a way that increases its ability to repress genes required for cell proliferation. 
Consistent with this idea, CHES1 was unable to repress PIM2 expression in normal human 
fibroblasts although, as seen with the CHES1-ER fusion protein, it was well expressed and 
localized to the nucleus. We thus define a novel tumor suppressor pathway by a forkhead 
transcription factor via repression of PIM2 and the reduction of protein biosynthesis.. 
3.2.5 Materials and methods 
Cell culture 
U2OS, H1299 and normal human diploid fibroblasts IMR90 were purchased from 
ATCC and were cultured in Dubelco’s modified Eagle medium (DMEM) supplemented with 
10% fetal bovine serum (FBS; WISENT) and 1% penicillin G/streptomycin sulfate. U2OS and 
H1299 were also supplemented with 2 mM L-glutamine.  
Plasmids 
CHES1 cDNA was cloned from reverse transcribed RNA (see protocol below) from 
human diploid fibroblasts IMR90 PCR-amplified using an EcoRI tagged sense primer and an 
XhoI tagged CHES1 anti-sense primer and ultimately cloned into the EcoRI and XhoI 
restriction sites of the retroviral vector pLPC. From there, all CHES1 constructs were 
generated by PCR with pLPC-CHES1 as a template and cloned into the EcoRI and XhoI 
restriction sites of pLPC with an N-terminal Flag tag. Full length Flag-tagged CHES1 was 
generated with CHES1 sense flag primer and the CHES1 anti-sense primer (see Table III for 
primer sequences). The ΔFC mutant was generated with CHES1 sense flag and ΔFork-C anti-
sense. The ΔFork-C NLS mutant was generated with CHES1 sense flag and ΔFork-C NLS 
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anti-sense. The ΔC mutant was generated with CHES1 sense flag sense and ΔC anti-sense. 
The ΔC-NLS mutant was generated with CHES1 sense flag sense and ΔC-NLS anti-sense. The 
ΔN mutant was generated with ΔN sense and CHES1 anti-sense. The ΔFN mutant was 
generated with ΔFN sense and CHES1 anti-sense. CHES1-DBD was generated with ΔN sense 
and ΔC-NLS anti-sense. All sense primers contained a minimal Kozak sequence before the 
start codon. Restriction site sequences are underlined in the primers sequence. The pBabe puro 
CHES1-ER construct was generated by in frame insertion of full-length human CHES1 cDNA 
(nucleotides 138-1610) into the XhoI/EcoRI sites of pBabe puro-ER.  
The rCHES1 (shRNA resistant CHES1) was generated by mutating the nucleotide 
sequence targeted by the shRNA but not the protein sequence. We use a two-step PCR 
protocol. In the first step we prepared two fragments of CHES1 with the mutated sequence 
using as primers: rCHES1-sense and CHES1-antisense primer for the first fragment and 
rCHES1-antisense and CHES1-sense primer for the second fragment. The fragments were 
generated by PCR with pLPC-CHES1 as a template The second PCR step was done by 
combining both fragments and the CHES1-sense and -antisense primers. Product of the second 
PCR was then subcloned into the EcoRI/NdeI sites of pWZL vector. The shRNA against 
CHES1 was designed using the method described by Paddison et al (Paddison et al., 2004). 
We targeted the sequence CTCTTGAAGAAGGTACTGCCCG. The isoforms (Medium and 
Short) of PIM2 in pLXSN were kindly provided by Dr. Michael Lilly.  
The pGL3-PIM2 plasmid was generated as follow: the promoter region (-550;0) of 
PIM2 was PCR-amplified using a SacI tagged sense primer and a XhoI tagged antisense 
primer and ultimately cloned into the SacI and XhoI restriction sites upstream the SV40 
promoter of the pGL3 promoter plasmid. The MSCV plasmid expressing eIF4E was kindly 
provided by Dr. Katherine Borden. All primers are in Supplemental table II. 
Retroviral-mediated gene transfer 
Retroviral-mediated gene transfer was done as described previously (Ferbeyre et al., 
2000). Puromycin and G418/geneticin were used at a concentration of 2.5 µg/mL for 3 days 
and 400 µg/mL for 7 days, respectively. 
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Growth Curves 
Infected fibroblasts and H1299 were plated (2x104/well) in 12-well plates and 
(1x104/well) in 6-well plates, respectively. At the indicated times, cells were washed once with 
1X PBS and fixed for 15 min at room temperature (RT) in 1% glutaraldehyde and relative cell 
numbers were estimated at various times using a crystal violet retention assay as previously 
described (Ferbeyre et al., 2000).  
Colony Assay 
U2OS and H1299 cells were plated at a density of 5x105 per 10 cm dish and incubated 
overnight at 37°C. Cells were transfected using the calcium-phosphate precipitation method 
with 15 µg of the indicated plasmid constructs. Fresh medium supplemented with 2.5 µg/mL 
of puromycin was added 48h after transfection and cells were kept in selection for 7 days until 
formation of colonies. Afterwards, cells were fixed and stained with crystal violet. 
Immunoblotting and chromatin immunoprecipitation (ChIP) 
ChIP and immunoblotting assays were performed as described before (Calabrese et al., 
2009). The following primary antibodies were used: anti-Flag (M2 mouse monoclonal, 
#F1804, 1: 1000, SIGMA), anti-tubulin (1: 2000, SIGMA), anti-CHES1 (#Ab50756, 1:2000, 
Abcam), anti-CHES1 (1:1000, #ARP32841_T100, Aviva Systems Biology, CA, USA), anti-
GFP (1:1000, #11814460001, Roche), anti-PIM2 (1:1000, #Ab97475, Abcam), anti-PIM2 
(ID-12, 1:200, SC-13514, Santa Cruz), anti-phospho-4EBP1 (Thr37/46) (1:1000, Rabbit, 
#9459, Cell Signaling), anti-eIF4E (1:500, #610269, BD Transduction Laboratories). Signals 
were revealed after incubation with anti-mouse (1:5000) or anti-rabbit (1:5000) secondary 
antibodies coupled to peroxidase (DAKO) by using enhanced chemiluminescence (ECL, 
Amersham, UK) or Lumi-LightPLUS (Roche). Primers used in the ChIP protocol for the PIM2 
and HMBS promoters are indicated in Supplemental table II. 
Quantitative PCR 
qPCR with Syber Green technology was performed as previously published (Vernier et 
al., 2011). The relative quantification of target genes over housekeeping genes (HMBS, TBP) 
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was determined by using the ΔΔCT method.  Primers used in the qPCR protocol are indicated 
in the Table II. 
Microarray analysis 
RNA was collected 5 days after infection from H1299 cells infected with pLPC-flag-
CHES1 or control vector pLPC-flag. Total RNA samples were sent to Genome Quebec facility 
at McGill University for cRNA amplification and subsequent hybridization on GeneChIP 
Human Gene 2.0 ST Array Affymetrix DNA Chip. Data were analyzed using the Affymetrix 
Softwares Expression Console and Transcriptome Analysis Console, which were developed 
by Affymetrix: www.affymetrix.com. Data is available at GEO: GSE49422. 
Fluorescence microscopy 
For fluorescence microscopy, 4x104 cells were plated on coverslips in 6-well plates. 24 
h after plating, the cells were fixed with 4% paraformaldehyde for 15 min at RT. Then, the 
cells were washed in 1X PBS and permeabilized using ice-cold 0,2% Triton X-100 in 
PBS/BSA 3% solution for 5 min. Then, cells were washed three times with PBS/BSA and 
incubated for 1h at room temperature with the anti-CHES1 CHESC9H4 mouse monoclonal 
antibody (1:200, Abcam). The cells were washed and incubated for 1h with the appropriate 
conjugated secondary antibody (1:4000, AlexaFluor 488 goat anti-mouse; Molecular Probes-
Invitrogen). Finally, the cells were washed three times with 1X PBS, incubated in 300nM 
DAPI for 10 min and mounted on microscope slides. Images were obtained using a Nikon 
Eclipse TE2000-U microscope and the software MetaMorph (Universal Imaging Corp.). 
Luciferase assay 
7.5 x 104 H1299 cells were plated in 12-well plates. 0.1 µg of the pGL3-PIM2 reporter 
plasmid, where the firefly luciferase is under the control of the PIM2 promoter followed by the 
SV40 promoter, was cotransfected with different concentrations of pLPC-CHES1 as indicated. 
The total quantity of plasmid was kept constant by adding the empty vector pLPC. The pGL3-
promoter reporter plasmid, where the firefly luciferase is under the control of the SV40 
promoter only, was used as control. In order to normalize the data for possible transfection 
variations, cells were cotransfected with 0,1 mg of a pLPC plasmid expressing LacZ. Cells 
were transfected with lipofectamine 2000 (Invitrogen), according to manufacturer’s 
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instructions. 24 hr post-transfection, cells were lysed in 200 mL of lysate buffer (Dual 
Luciferase Assay system, Promega) and luciferase assays were performed using Dual 
Luciferase Reporter Assay System (Promega), according to the manufacturer’s instructions. 
The activity of LacZ was mesured by incubating 50 mL of each lysate with 50 mL of 2Xb-gal 
buffer (200mM sodium phosphate buffer, pH7.3 ; 2mM Magnesium chloride ; 100mM b-
mercaptoethanol ; 1.33mg/mL ONPG) at 37°C for 1h. The absorbance was measured at 
420nm. Firefly counts were obtained using Fusion a-FP (Perkin Elmer). 
S35-methionine in vitro labeling 
Nine days after infection with a plasmid expressing CHES1 or an empty vector, 1x106 
H1299 cells were plated in 6 cm plates. 24h after plating, the cells were incubated for 2h in 
methionine/cysteine-free Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM, Wisent). Then, the 
cells were incubated in methionine/cysteine-free DMEM complemented with 0,2 mCi for 
1h30 before collection by trypsinization. Afterwards, the cells were resuspended in Laemmli 
buffer. Total protein extract was subjected to 10% polyacrylamide gel electrophoresis (PAGE) 
and transferred to Immobilon-P membranes (Millipore). The membranes were exposed to X-
ray film for 24 hours and developed.  
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3.2.8 Legends 
Figure 3.1 CHES1 inhibits proliferation of cancer cells. A) Western blots showing the 
overexpression of CHES1 in H1299 lung carcinoma cells and U2OS osteosarcoma cells. B) 
Colony formation assays of H1299 and U2OS cells transfected with a control vector or 
CHES1. C) Growth curves of U2OS cells infected with a vector expressing a shRNA against 
CHES1 (shCHES1) or a non-targeting control shRNA (shNTC) and vectors expressing a 
CHES1 mutant resistant to the shRNA (rCHES1). D) Quantitative PCR (qPCR) of CHES1 
mRNA levels from cells described in C). (Of note, the scale is cut to bether observe both 
downregulation and overexpression.) E) Growth curves of normal human fibroblasts IMR90 
infected with a control vector or CHES1. F) Western blot showing the overexpression of 
CHES1 in IMR90. G) Immunofluorescence analysis showing nuclear localization of CHES1 
in IMR90. 
 
Figure 3.2 A) Schematic representation of CHES1 and its derived mutants: DN, DFN, DC, 
DFC, DBD-NLS, DC-NLS and DFC-NLS.  The DBD, DC and DFC mutants were fused to the 
SV40 NLS, termed DBD-NLS, DC-NLS and DFC-NLS respectively. B) Western blots 
showing the expression of all the mutants. C) Western blots showing the expression of CHES1 
and the DN mutant in presence or absence of the proteasome inhibitor MG132, at a 
concentration of 50 µM for 5 hours. Blot for p53 is indicative of the effectiveness of the 
MG132 treatment since stabilization of p53 is achived. D) Colony formation assay in U2OS 
cells transiently transfected with empty vector (V), CHES1, and its derived mutants. E) 
Quantification of the growth data presented in (D) 
 
Figure 3.3 A) Western Blots showing the expression of CHES1 in H1299 lung carcinoma 
cells infected with a control vector (ER; estrogen receptor ligand binding domain) or with a 
vector expressing CHES1-ER fusion protein. Cells were treated with 300 nM 4-
hydroxytamoxifen (4-OHT; inductor) for 24h. B) Observation of the nuclear localization of 
the fusion protein upon a 24h treatment with EtOH (negative control) or 300 nM 4-OHT. C) 
Growth curves of H1299 cells expressing the control vector (ER) or the fusion protein 
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(CHES1-ER) and treated with EtOH or 300 nM 4-OHT every two tot here days for a total 
period of 9 days  
 
Figure 3.4 Microarray analysis reveals that CHES1 acts as a transcriptional repressor of PIM2 
and other genes involved in protein biosynthesis and cilium biogenesis. A) Volcano plot 
representing the proportion of genes modulated by CHES1 in comparison with cells 
expressing an empty vector using transcripts with a fold change higher or equal to 1.5 and a P-
value < 0.05 according to the two-sample Student’s t-test. 214 genes were found 
downregulated (in green) and 64 were found upregulated (in red) B) Pie charts of the most 
important biological functions and cellular components affected by the expression of CHES1 
in H1299 cells. A FatiGO gene enrichment analysis was performed using transcripts 
downregulated with a fold change higher or equal to 1.5 and a P-value < 0.05 according to the 
two-sample Student’s t-test C) Quantitative PCR (qPCR) analysis of the mRNA levels of the 
indicated genes realized with the same extracts as the microarray (a, b and c represent three 
independent experiments). PIM2, DYRK3 and TSEN2 are implicated in protein biosynthesis. 
IFT81, CCDC104 and IQCK were among the most downregulated genes discovered in the 
microarray analysis. 
 
Figure 3.5 CHES1 represses the PIM2 promoter. A) Identification of potential forkhead 
binding sites along the PIM2 promoter according to the online Transcriptional Regulatory 
Element Database website (TRED, http://rulai.cshl.edu/cgi-
bin/TRED/tred.cgi?process=home). The analysis was performed with the matrix search tool by 
selecting the HNF3-beta/FOXA2 matrix from the JASPAR database as template. The 
sequence logo of the matrix of HNF-3beta/FOXA2, the score and the position of each 
identified potential CHES1-binding sites are represented. B) Chromatin immunoprecipitation 
of H1299 cells 48h after transfection with a control vector (flag) or flag-CHES1 showing the 
enrichment of CHES1 on the PIM2 promoter (left panel) but not on the HMBS promoter (right 
panel). C) Luciferase assay performed by transfecting pGL3-PIM2 (left panel) or pGL3-
promoter (right panel) with different concentrations of a plasmid expressing CHES1 as 
indicated. D) Luciferase assay performed by transfecting different mutants of the pGL3-PIM2 
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reporter plasmid containing both (pGL3-PIM2), only one (pGL3-PIM2 mut1; pGL3-PIM2 
mut2) or neither (pGL3-PIM2 mut3) of the two forkhead binding sites (FBS1 and 2) present in 
the CHES1-binding region of the PIM2 promoter identified in B). 
 
Figure 3.6 PIM2 downregulation is critical for CHES1-induced proliferation inhibition. A) 
Western blot of H1299 cells infected with a control vector (ER) or CHES1-ER upon a 24h 
treatment with 300 nM 4-OHT showing the decreased of PIM2 protein levels and of phospho-
4EBP1. B) Quantitative PCR (qPCR) analysis of EIF4EBP1 mRNA levels in H1299 infected 
with a control vector (ER) or CHES1-ER upon a 24h treatment with 300 nM 4-OHT. C) 
Western blot on IMR90 cells infected with CHES1 or a control vector (V) showing the 
unchanged levels of PIM2. D) Growth curves of H1299 cells infected with CHES1-ER and 
PIM2-S (Short isoform) or PIM2-M (Medium isoform), and treated with 300 nM 4-
hydroxytamoxifen (4-OHT) for a period of 7 days. E) Western blots of cells as described in 
(D).  F) S35-methionine incorporation in H1299 cells expressing CHES1 or a control vector 
(V). The intensity of the signal on the film (left panel) was measured with the freeware 
program Image-J and plotted (right panel). G) Growth curve of H1299 cells infected with 
CHES1 and eIF4E. H) Western blot of cells as described in (G) (ns = non specific). I) Cell 
cycle profile of H1299 cells expressing the control vector (ER) or the fusion protein (CHES1-
ER). Cells were first put on low serum (0.1% FBS) and then treated with serum and either 
EtOH or 300 nM 4-OHT for 24h. J) Cell cycle profile of H1299 cells treated with 50 mg/mL 
cycloheximide for the indicated times. 
 
Table 3.1: most important biological functions affected by the expression of CHES1 in H1299 
cells. 
 
Table 3.2: Potential Forkhead binding sites in the PIM2 locus (-2.5 to 0) 
 
Table 3.3: Primers sequences used in this article 
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Figure 3-2: The DNA binding of CHES1 is necessary and sufficient to inhibit cell proliferation. 
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Figure 3-3: Characterization of the activity of inducble CHES1 
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Figure 3-4: Microarray analysis reveals that CHES1 acts as a transcriptional repressor of PIM2 
and other genes involved in protein biosynthesis and cilium biogenesis. 
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Figure 3-5: CHES1 represses the PIM2 promoter. 
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Figure 3-6: PIM2 downregulation is critical for CHES1-induced proliferation inhibition. 
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Table 3-2: Potential Forkhead binding sites in the PIM2 locus (-2.5 to 0). 
 
forkhead	  binding	  site	   promoter	  region	   score	  
GCTTCTCTGTTT	   2473;2462	   2.18	  
TGATATCTACTC	   2131;2120	   3.91	  
CCTTCTTTGTCT	   1902;1891	   3.12	  
ACTTATCTGTAC	   1778;1767	   3.36	  
ACATGTGTGCTT	   1683;1672	   5.01	  
GACAGTTTGTGT	   1529;1518	   2.12	  
GTCCGTTTGTGT	   1439;1428	   2.12	  
GACAGTTTGTTC	   1396;1385	   3.71	  
GTATGTCTGTGT	   1354;1343	   3.05	  
CCATGTCTGTTT	   1328;1317	   6.66	  
ACATGTCTGCCT	   1277;1266	   4.19	  
AAATGTAGGTCT	   1090;1079	   3.12	  
AACTATTTTTCT	   1027;1016	   4.04	  
CAGTATGTGTTT	   938;927	   4.99	  
ACAAATTTGTGT	   849;838	   3.05	  
CAATGCTGCCTT	   639;628	   3.96	  
CCTCATTTACAT	   226;215	   4.59	  
GTGTATTTGCAT	   184;173	   4.43	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Table 3-3:  Primers used in the article 
 
Cloning primers: 
CHES1  sense: 5’GATCGAATTCGCCATGGGTCCAGTCATGCCTCCC 3’ 


















CCAACTGCAAACCCCCC 3’  
ΔFN sense 5’GTCAGAATTCGCCATGGACTACAAAGACGATGACGACGACAAGGGCACAC
CTTATCACCCACACCCACACG 3’  
rCHES1  sense: 5’ GGCCGGGAAGCACATTTTTTAAAAGAAATGGAGCCTT 3’  
antisense: 5’ ATTTCTTTTAAAAAATGTGCTTCCCGGCCAGATGGGTGG 3’ 
PIM2 promoter 
(-550;0) 
sense: 5’ ATGCGAGCTCCACTCACCAGGCAATGCTG 
antisense: 5’ CGTACTCGAGCACCTGCTGTACCACAGCCA 
ChIP primers: 
HMBS  sense: 5’ CTCTTTACCCACCTGGCTGTGC 3’ 
antisense: 5’ CCAAGGCTGGTCCCTTTAACCT 3’ 
PIM2 promoter 
region -250 
sense: 5’ CTCGGAAGAACCGAGCGTGTAT 3’ 
antisense: 5’ CACCTGCTGTACCACAGCCAAT 3’ 
PIM2 promoter 
region -500 
sense : 5’ CAAGCACCTTTCGAGACGGAGT 3’ 
antisense : 5’ CTTTCCTGGGAAGTTGGTTTGC 3’ 
PIM2 promoter 
region -750 
sense : 5’ AGAACCACCCCCTGCTGTTCTA 3’ 
antisense : 5’ AGGGGGAACCCCTACCATCAAC 3’ 
PIM2 promoter 
region -1000 
sense : 5’ TGTCAGTCTCTGGCTGCATGTG 3’ 
antisense: 5’ CACACCCCAGGAAGAAAAATGC 3’ 
PIM2 promoter 
region -1250 
sense: 5’ TGCGTCTCTCATTTCTGGGACA 3’ 
antisense : 5’ CAGAAATGTCCCGTCACACTGG 3’ 
PIM2 promoter 
region -1500 
sense : 5’ TCCTGCAACAGATTCTGGGTAGC 3’ 
antisense : 5’ TGGCAGTGTCACAAAAACAGACA 3’ 
PIM2 promoter 
region -1750 
sense : 5’ TAGCAAACCACCCCCAATAACG 3’ 
antisense : 5’ CAACTGGGGACACTCTGTGAGC 3’ 
PIM2 promoter 
region -2000 
sense : 5’ GTCCAGTGTTCTTGGCCTTTGC 3’ 
antisense : 5’ GTGAATGGGCTTCTCAGCAGGT 3’ 
PIM2 promoter 
region -2250 
sense : 5’ CTACTCCCTCATGCTTCTGCTGTG 3’ 
antisense : 5’ TTGTGCTCTCTCAATGTGCCAAG 3’ 
Quantitative PCR primers: 
TBP sense : 5’ GCTGGCCCATAGTGATCTTTGC 3’ 
antisense : 5’ CTTCACACGCCAAGAAACAGTGA 3’ 
HMBS sense : 5’ GGCAATGCGGCTGCAA 3’ 
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antisense : 5’ GGGTACCCACGCGAATCAC 3’ 
CHES1 sense : 5’ AAATGGAGCGCGGGTCCTGAG 3’ 
antisense : 5’ GCAGCTGGTGATGCCATTCCT 3’ 
PIM2 sense : 5’ GTGGGGACATTCCCTTTGAGAG 3’ 
antisense : 5’ GGATTAGGGCACAGCAGTCTGG 3’ 
TSEN2 sense : 5’ CATGCCTATCATCACATCAAAGAGG3’ 
antisense : 5’ CTGCCCCTGTCTACGCATCA3’ 
DYRK3 sense : 5’ CCCCCTGTTCAAATGTACTCTGC3’ 
antisense : 5’ TCCTGTAAACTGCTCAGTGGTCAT3’ 
EIF4EBP1 sense : 5’ GTCACCAGCCCTTCCAGTGATG 3’ 
antisense : 5’ TGTCCATCTCAAACTGTGACTCTTCA 3’ 
IQCK sense : 5’ AGGGGAGCCATTCACAGAATTT3’ 
antisense : 5’ AGCAGGAGCGAGAGTGGGATT3’ 
CCDC104 sense : 5’ ATTTTGCACACCCACCCTCAGA3’ 
antisense : 5’ GCCAGGAATCTTCAGGTCTTTTTGT3’ 
IFT81 sense : 5’ AGCTGAAAAGCATGCGCCAAG3’ 
antisense : 5’ ATCTCCTCCTCTAGCCTCTTCATT3’ 
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3.2.10 Supplementary data 
3.2.10.1 Supplementary legend 
Figure S3.1 : The conserved H164 residue in the forkhead domain of CHES1 is required for 
its antiproliferative activity. A) Colony assay of U2OS cells transfected withCHES1, the 
mutant CHES1ΔFN, CHES1H164A and empty vector (V). B) Immunoblots for the constructs 
shown in (A), n=3. 
 
Figure S3.2 : Inverse correlation of CHES1 and PIM2 levels in different types of lymphoma. 
Comparison of CHES1 and PIM2 levels in primary effusion lymphoma, diffuse large B-Cell 
lymphoma and hairy cell leukemia showing the correlation of CHES1 downregulation and 
PIM2 upregulation (from Oncomine). 
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3.2.10.2 Supplementary figure 
 
Supplementary figure 3-1: The conserved H164 residue in the forkhead domain of CHES1 is 
required for its antiproliferative activity. 
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Supplementary figure 3-2: Inverse correlation of CHES1 and PIM2 levels in different types of 
lymphoma. 
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4 Discussion 
De manière naturelle, des mutations s’accumulent au sein du génome avec le temps. A 
l’occasion, ces mutations altèrent le comportement cellulaire et transforment la cellule 
normale en une cellule tumorale. Afin de remédier à ce problème, la cellule s’est dotée au 
cours de l’évolution de mécanismes lui permettant d’inhiber sa prolifération lorsque ces 
mutations représentent un danger. Ces mécanismes antiprolifératifs sont l’apoptose et la 
sénescence. Leur régulation requiert l’activation de gènes spécifiques : les suppresseurs de 
tumeur dont les plus importants sont p53 et RB. 
La sénescence correspond à un arrêt permanent de la prolifération en phase G1 du 
cycle cellulaire. Ce procédé est activé lorsque, par exemple, des mutations conduisent à 
l’activation constante d’un oncogène ou encore lorsqu’une trop grande quantité de dommages 
à l’ADN s’est accumulée dans la cellule. Ces dernières années, notre laboratoire s’est intéressé 
à la régulation de la sénescence induite par l’expression d’un oncogène constitutivement actif 
tel que RASV12 ou ca-STAT5a. En effet, ces oncogènes sont souvent retrouvés mutés dans de 
nombreux cancers258,259 mais leur expression dans des cellules normales en culture provoque 
leur entrée en sénescence57,63. La sénescence induite par ces oncogènes se caractérise par 
l’activation des suppresseurs de tumeur p53 et RB, mais également PML ou encore CHES1. 
Les objectifs de cette thèse étaient d’étudier les mécanismes mis en application par 
PML afin de réguler la sénescence, d’une part, et d’explorer la fonction antitumorale de 
CHES1 d’autre part. 
4.1 Discussion du chapitre 2 
4.1.1 Résumé des résultats présentés au chapitre 2 
Les résultats présentés dans cette étude mettent en évidence un nouveau mécanisme de 
régulation de la sénescence par le suppresseur de tumeur PML. Ce mécanisme implique une 
relocalisation des facteurs de transcription E2F dans les corps de PML ce qui en permet leur 
inhibition. Nos travaux ont montré que cette relocalisation dépend du recrutement aux corps 
de PML du suppresseur de tumeur RB avec lequel ces facteurs interagissent. En effet, la perte 
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d’expression de RB est suffisante au relargage des facteurs E2F ainsi qu’à la réexpression de 
leurs gènes cibles et l’échappement à la sénescence. Par ailleurs, la présence de la phosphatase 
de RB, PP1α, dans les corps de PML indique que RB y est maintenu dans un état 
hypophosphorylé, renforçant ainsi l’interaction entre RB et les E2F et, par conséquent, 
l’inhibition des E2F par RB. Ceci empêche alors l’expression de gènes indispensables à 
l’entrée en phase S du cycle cellulaire ainsi que de nombreux gènes nécessaires à la réparation 
des dommages à l’ADN. Par conséquent, les cellules ne sont plus capables de proliférer et 
accumulent des dommages à l’ADN conduisant à une activation de la DDR et, ultimement, de 
p53. Grâce à ce mécanisme, PML active donc les deux suppresseurs de tumeur majeurs de la 
cellule, menant irrémédiablement à l’induction de la sénescence. 
Le recrutement du complexe RB/E2F aux corps de PML dans le but d’inhiber l’activité 
des E2F peut sembler étrange dans le sens où la cellule est déjà dotée d’un système de 
régulation de ce complexe. Il pourrait effectivement exister une seconde raison à cette 
relocalisation. De manière intéressante, nos travaux ont démontré que lors de leur localisation 
aux corps de PML, les E2F restent liés aux promoteurs des gènes qu’ils régulent. Or, comme 
nous l’avons mentionné en introduction, plusieurs protéines impliquées dans la formation des 
SAHF transitent aux corps de PML au cours de leur apparition. Nous avons, ici, en partie 
confirmé ces observations en démontrant la localisation transitoire de HP1γ aux corps de PML 
précédemment à l’apparition des SAHF lors de l’OIS induite par RASV12. De plus, les SAHF 
ne colocalisent pas avec PML mais  sont situés à leur proximité. Ainsi, nous proposons que 
PML favorise les interactions entre les promoteurs des gènes cibles des E2F et les molécules 
impliqués dans la formation de ces foci d’hétérochromatine, telles que des HDAC260, 
HP1193,261 ou encore SUV39h1, qui peut être recruté par RB86. Nous pensons que les corps de 
PML sont les sites d’initiation de la formation des SAHF (figure 4-1). 
Nous discutons, dans les sections suivantes, du rôle de PML dans la régulation de la 
transcription d’une part et de son implication dans la formation de l’hétérochromatine d’autre 
part. Nous proposons également des hypothèses concernant les fonctions de PML dans chacun 
de ces cas ainsi que des pistes de recherche possibles. 
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Figure 4-1: PML est le site de formation des SAHF 
Ce modèle met en évidence la relocalisation de PML sur le promoteur 
des gènes E2F dans la sénescence, mettant en évidence un aspect 
supplémentaire de l’implication de PML dans la formation des 
SAHFS et, probablement, dans l’organisation de la chromatine. 
 
4.1.2 PML organise-t-il la chromatine en régions régulatrices de l’activité 
transcriptionnelle? 
4.1.2.1 PML : un potentiel organisateur de la chromatine 
Plusieurs études ont démontré par le passé que PML pouvait s’associer physiquement à 
la chromatine de manière non aléatoire dans le temps et à des sites spécifiques 173,189,262. 
Néanmoins, la plupart de ces études reposent sur des expériences de microscopie et ne 
permettent pas toujours d’identifier les facteurs responsables du recrutement de PML sur 
l’ADN ni les emplacements exacts du génome que PML peut lier. Nos travaux apportent ici un 
élément supplémentaire quant à la possibilité des mécanismes qui permettent le ciblage de 
PML à la chromatine. L’identification d’un complexe contenant un facteur de transcription en 
HIRA
HP1ASF1a
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tant qu’agent recruteur est très intéressant et suggère que l’ensemble des gènes ciblés par ce 
facteur peut localiser aux corps de PML. Récemment, cette hypothèse a d’ailleurs été 
davantage confirmée par l’étude de Martin et al. qui a démontré que le gène-cible des E2F 
TBX2 est réprimé lors de la surexpression de PML263. Ceci est d’autant plus intéressant que la 
surexpression de ce gène dans des cellules exprimant PML est suffisant à l’échappement de la 
sénescence par PML, mettant en avant un nouveau gène E2F indispensable à la sénescence et 
sous le contrôle de PML. 
Selon nos résultats d’immunofluorescence les E2F localisent principalement à la 
périphérie des corps de PML. Sachant que le diamètre d’un corps de PML varie de 100 à 1000 
nm, cela signifie que l’aire de cette sphère varie d’environ 3x104 à 1x107 nm2 selon la 
formule : 
 
Or, si l’on considère qu’une protéine adopte une structure globulaire sphérique, alors une 
molécule d’environ 40 kDa tel qu’E2F aurait un rayon d’environ 2,4 nm et occuperait une aire 
d’environ 72 nm2264. Bien qu’un corps de PML puisse contenir de nombreuses autres 
molécules de tailles différentes et qu’il soit simpliste d’imaginer que le repliement d’une 
protéine soit principalement globulaire, ce calcul permet de mettre en évidence le fait qu’un 
corps de PML pourrait contenir de 4x102 à 1x105 molécules de la taille d’E2F sur sa 
périphérie. PML pourrait donc concentrer dans une même région plusieurs molécules E2F et 
donc plusieurs gènes cibles de ces facteurs afin d’aider à l’organisation tridimensionnelle du 
génome. Récemment, de nombreux travaux ont démontré l’existence de sous-compartiments 
nucléaires aux propriétés spécifiques, tels que des domaines dédiés à la transcription 
simultanée d’un grand nombre de gènes265. Néanmoins, peu de choses sont connues sur leurs 
organisations et leurs structures. 
Il serait intéressant de réaliser des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine 
suivi de séquençage à haut débit dans le but d’identifier les gènes que PML peut lier. 
Également, des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine couplé à des essais de 
capture de la conformation des chromosomes seraient utiles afin de tenter de déterminer les 
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gènes que l’on peut retrouver au sein d’un même corps de PML. En complément, des 
expériences de FISH et d’immnuofluorescence permettraient de valider de visu les résultats 
obtenus en montrant la colocalisation entre un corps de PML et les gènes qu’il contient. 
4.1.2.2 Différents corps de PML pour différentes activités transcriptionnelles? 
En raison du nombre important de partenaires pouvant localiser dans ses corps, PML 
est impliqué dans la régulation de nombreux processus biologiques de la cellule. Afin 
d’essayer de mettre en évidence une fonction commune de PML dans l’ensemble de ces 
processus, Van Damme et al. ont réalisé son interactome à partir des informations extraites de 
bases de données informatiques et de la littérature scientifique179. Leurs recherches ont permis 
de mettre en évidence le fait que la majorité des protéines localisant dans les corps de PML 
sont des protéines impliquées dans la régulation de la transcription (figure 4.2). Par ailleurs, 
plusieurs études ont montré qu’un grand nombre de ces protéines étaient recrutées aux corps 
de PML et y étaient sumoylées ou désumoylées dans le but de moduler leurs activités 
transcriptionnelles (table 4.1). 
 
Figure 4-2: Distribution fonctionnelle des composants des corps de PML. 
Tiré de Van Damme et al., 2010179. 
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Table 4-1: Effets de le sumoylation sur les protéines impliquées dans la régulation de la 
transcription localisant dans les corps de PML. 
Tiré de Van Damme et al., 2010179. 
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Ces observations mènent à penser que les corps de PML pourraient aider à concentrer 
en une même région du noyau des facteurs dont l’activité transcriptionnelle doit être modulée 
dans le même sens en compagnie de leurs promoteurs. Cette compartimentalisation du noyau 
aiderait à maintenir une organisation génomique optimale afin de répondre efficacement à un 
stimulus donné. Afin d’essayer de mettre en évidence l’existence simultanée de régions 
d’activation et de répression de la transcription au sein de différents corps de PML, plusieurs 
expériences pourraient être réalisées. Tout d’abord, des expériences d’immunofluorescence 
permettant d’observer PML ainsi que deux facteurs de transcription localisant dans ses corps 
dans un contexte donné mais aux activités transcriptionnelles opposées permettrait de vérifier 
si ces deux facteurs de transcription localisent dans deux corps de PML distincts ou non. 
Aussi, des expériences d’imagerie dans des cellules vivantes exprimant PML et une ou 
plusieurs molécules de la machinerie de transcription fusionnées à des fluorophores seraient 
intéressantes afin de constater si cette machinerie localise aux corps de PML. Enfin, des 
expériences d’incorporation de BrUTP peuvent être réalisées pour marquer l’ARN 
néosynthétisé et observer si celui-ci est situé dans, ou à proximité, des corps de PML. 
Néanmoins, cela signifie que les corps de PML n’aient pas tous la même fonction. 
Cette hypothèse a déjà été avancée auparavant. A titre d’exemple, une élégante étude réalisée 
par le laboratoire du Dr Spector en 2001 a mis en évidence l’existence de trois classes de corps 
de PML en fonction de leur mobilité266. Les auteurs ont également montré que la mobilité de 
ces corps semble être ATP-dépendant, suggérant que certains corps de PML pourraient être 
des senseurs de la teneur en ATP cellulaire. Toutefois, aujourd’hui encore, rien n’explique 
comment deux corps de PML pourraient agir de façons différentes au sein de la cellule. 
Étant donné qu’il existe six isoformes nucléaires de PML, il est tout à fait probable que 
deux corps de PML soient constitués d’un pourcentage différent de chaque isoforme, leur 
conférant des propriétés et des fonctions propres à chacun. En effet, l’expression de chaque 
isoforme pourrait varier en fonction du contexte d’étude, créant des corps de PML spécifiques 
à une réponse physiologique désirée. A titre d’exemple, étant donné que l’isoforme IV de 
PML est le seul dont l’expression exogène permet d’induire la sénescence dans des cellules 
diploïdes normales, il se pourrait que son expression endogène augmente davantage que celle 
des autres isoformes lors de l’établissement de la sénescence. En ce sens, il semble que cet 
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isoforme est le plus exprimé lors de la sénescence induite par un traitement soutenu au β-
interféron267.  
Ainsi, la caractérisation du fonctionnement biologique de chaque isoforme aiderait 
probablement à comprendre pourquoi PML est impliqué dans tant de fonctions biologiques 
différentes. L’un des problèmes majeurs permettant ce genre d’étude est le fait que ces 
isoformes partagent une importante analogie de structure, ce qui rend le développement 
d’outils techniques spécifiques à chacun d’entre eux extrêmement difficile. Une expérience 
intéressants qui pourrait être réalisée est l’expression dans des cellules normales en culture de 
la région C-terminale de chaque isoforme (donc dépourvue de la région N-terminale 
commune) à laquelle une étiquette permettant la purification est ajoutée. Ainsi, des 
expériences d’immunoprécipitation couplées à de la spectrométrie de masse pourraient être 
réalisées et permettraient de mettre en évidence les interactants spécifiques à chacun, par 
exemple. Une telle approche a d’ailleurs déjà été utilisée par Geng et al., leur permettant de 
montrer que le C-terminal de PML V est suffisant à la formation de corps de PML ainsi qu’au 
recrutement dans ces corps de SP100 et de DAXX268. Ce qui est intéressant ici est que, parmi 
les isoformes de PML étudiés, seul le C-terminal de PML-V interagit avec SP100 et DAXX., 
démontrant que cette approche peut permettre d’identifier des rôles propres à chaque isoforme. 
4.1.3 Un rôle pour PML dans le remodelage de la chromatine? 
L’influence que PML peut exercer sur le remodelage de la chromatine a été démontrée 
dans de nombreuses situations. En effet, plus de cent protéines peuvent transiter aux corps de 
PML dont un grand nombre consiste en des HMT (en anglais, histone methyltransferase), des 
HDAC ou encore des DNMT (en anglais, DNA méthyltransférase)179. Par ailleurs, PML est 
nécessaire au maintien de l’intégrité génomique des télomères des cellules souches 
embryonnaires ainsi que de certaines cellules cancéreuses191,269. Pour finir, le laboratoire du Dr 
Adams a beaucoup contribué à démontrer le rôle que PML joue dans la formation des SAHF 
lors de l’OIS85. 
Les résultats présentés dans cette thèse représentent une avancée importante dans la 
caractérisation du rôle de PML dans le remodelage de la chromatine. Ils sont en continuité 
avec les travaux du Dr Adams car ils permettent d’expliquer pourquoi les SAHF se forment, 
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au moins, au niveau des gènes E2F. Néanmoins, si certains pensaient que les SAHF étaient 
formés afin d’inhiber l’expression de ces gènes, une élégante étude menée récemment par le 
laboratoire du Dr d’Adda di Fagagna a montré qu’il était possible que leur rôle soit différent65. 
Rapidement, il est connu que l’expression d’un oncogène dans des cellules en culture 
entraine d’une part l’apparition de SAHF et d’autre part l’accumulation de dommages à 
l’ADN menant à l’activation de la DDR. Le modèle actuel stipule que la formation des SAHF 
provoque la perte d’expression des  gènes E2F menant à un arrêt du cycle cellulaire. Or, les 
auteurs démontrent, ici, que l’inhibition de la DDR est suffisant à la réexpression des gènes 
E2F ainsi qu’au contournement de la sénescence tout en maintenant les SAHF intacts. Ceci 
suggère que les SAHF ne sont pas responsables de la perte d’expression des gènes E2F et 
jouent donc un rôle différent. En fait, les auteurs démontrent qu’une activation trop grande de 
la DDR conduit les cellules à l’apoptose et proposent que la formation d’hétérochromatine 
aide à limiter le niveau d’activation de la DDR afin d’éviter la mort de la cellule65. En fait, les 
auteurs proposent que lors de l’expression d’un oncogène tel que RASV12 dans une cellule 
normale, il se créé un équilibre entre le niveau d’activation de la DDR et la formation 
d’hétérochromatine permettant l’établissement de la sénescence. En revanche, si la DDR est 
mutée, la cellule peut devenir cancéreuse. A l’inverse, s’il n’y a pas de formation 
d’hétérochromatine, alors la cellule peut devenir apoptotique (figure 4-3).  
 
Figure 4-3: Établissement d'un équilibre entre la DDR et la 
formation d'hétérochromatine lors de l'induction de l'OIS. 
Tiré de Di Micco et al., 201165. 
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De nombreuses études ont montré que PML était activée par les molécules de la DDR 
tels que ATM, ATR et CHK2. Il est tentant d’imaginer que PML puisse alors être activé lors 
de l’apparition de dommages à l’ADN pendant l’OIS afin de contribuer à la formation 
d’hétérochromatine et moduler le niveau d’activation de la DDR. Ainsi, PML protègerait la 
cellule contre son éventuelle entrée en apoptose. De plus, les dommages à l’ADN qui 
apparaissent lors de l’OIS sont dû au stress réplicatif créé par l’oncogène et résultent de 
l’effondrement des multiples fourches de réplication. Il est possible que l’induction des SAHF 
au niveau des gènes E2F serve à limiter l’accès de ces gènes à la machinerie de transcription 
dans le but d’éviter l’apparition d’autres dommages à l’ADN. Ceci justifierait l’intérêt de PML 
à localiser au niveau de loci spécifiques afin de protéger des régions du génome particulières. 
Il serait intéressant de réaliser des expériences d’inhibition de l’expression de PML, à 
l’aide d’ARN en épingle à cheveux par exemple, dans des fibroblastes humains normaux 
exprimant RASV12 afin de vérifier si ceci favorise l’entrée de ces cellules en apoptose. Il 
serait également possible de regarder les marqueurs de l’hétérochromatine tels que HP1, 
H3K9me3 ou encore macroH2A afin de constater si PML est nécessaire à la condensation de 
la chromatine ou non. Pour finir, il se peut que l’absence de PML conduise à une 
sensibilisation accrue des cellules normales en réponse à un stress génotoxique. Afin de 
vérifier ceci, on pourrait inhiber l’expression de PML dans des cellules en culture et observer 
si un traitement de ces cellules avec la doxorubicine, un agent interacalant de l’ADN, ou la 
présence de péroxyde d’hydrogène mènerait à une apparition d’un plus grand nombre de 
dommages à l’ADN en comparaison à des cellules normales traitées avec ces mêemes agents.  
De manière équivalente, la surexpression de PML dans des cellules normales devrait 
mener à une augmentation des niveaux d’expression des marqueurs de l’hétérochromatine tels 
que H3K9m3, H3K27me3 ou encore HP1. Il serait alors intéressant d’étudier le comportement 
de ces cellules si l’on inhibait l’expression de ces marqueurs, avec des inhibiteurs de HDAC 
par exemple. Ainsi, il se peut que les cellules exprimant PML soient moins sensibles à un 
stress génotoxique créé par un traitement à la doxorubicine ou au péroxyde d’hydrogène en 
comparaison à ces mêmes cellules traitées auparavant avec des inhibiteurs de HDAC. 
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4.2 Discussion du chapitre 3 
4.2.1 Résumé des résultats présentés au chapitre 3 
Les résultats présentés dans ces travaux mettent en évidence le fait que CHES1 puisse 
jouer un rôle antitumoral dans la cellule. Plus précisément, des mutants de délétion de CHES1 
ont permis de montrer que son domaine de liaison à l’ADN était nécessaire et suffisant à 
l’induction d’un arrêt de croissance des cellules cancéreuses. Nous avons alors réalisé une 
analyse sur micropuce d’ADN afin de déterminer les gènes régulés par CHES1. Cette analyse 
a montré que CHES1 est un répresseur transcriptionnel capable, entre autres, d’inhiber 
l’expression du gène PIM2. Des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine ainsi 
que des tests luciférase ont ensuite montré que CHES1 liait directement le promoteur de PIM2 
en des sites spécifiques que nous avons déterminés. De manière intéressante, plusieurs études 
ont déterminé que PIM2 est un proto-oncogène270-272. Cette kinase et d’ailleurs considérée 
comme une potentielle cible thérapeutique pour le traitement de certains cancers 
hématologiques273. Il est donc probable que l’inhibition de PIM2 par CHES1 puisse être, au 
moins en partie, responsable du ralentissement de croissance induit par CHES1. Nous avons 
donc réexprimé PIM2 en présence de CHES1 dans des cellules cancéreuses en culture et avons 
pu observer une amélioration partielle de la croissance cellulaire. De manière intéressante, 
PIM2 a été observé en tant que régulateur de la synthèse protéique. Nous avons alors réalisé 
une expérience d’incorporation de méthionine-S35 dans les cellules exprimant CHES1 et 
avons observé une diminution de la synthèse protéique. Plus exactement, PIM2 régule 
négativement l’activité de 4EBP1 dont le rôle est d’inhiber la synthèse protéique en liant et 
inhibiant eIF4E. Nous avons alors observé que les cellules exprimant CHES1 présentaient 
bien une augmentation de l’activité de 4EBP1. Afin de confirmer le fait que la synthèse 
protéique pouvait être responsable du ralentissement de croissance de ces cellules, nous y 
avons réexprimé eIF4E afin de contourner la perte d’expression de PIM2 et avons pu observer 
une amélioration de la croissance cellulaire, confirmant notre hypothèse. 
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4.2.2 CHES1 régulate-t-il d’autres éléments de la synthèse protéique? 
De manière intéressante, 4EBP1 peut également être phosphorylé par la kinase mTOR 
qui est le principal régulateur de la synthèse protéique de la cellule. Or, parmi les cibles 
réprimées par CHES1 se trouve DYRK3 dont une étude a récemment démontré le potentiel à 
réguler l’activité de mTOR276. En effet, DYRK3 est capable de phosphoryler la protéine 
PRAS-40 qui lie mTOR afin de l’inhiber. Lorsque PRAS-40 est phosphorylée, l’interaction 
entre mTOR et PRAS-40 est rompue et mTOR peut alors activer la synthèse protéique. 
Autrement dit, la répression de DYRK3 par CHES1 constituerait un deuxième niveau 
d’inhibition de la synthèse protéique, renforçant l’idée d’une diminution de la prolifération 
cellulaire par CHES1 grâce à l’inhibition de cette synthèse. 
Afin de vérifier l’implication de mTOR et de DYRK3 dans ce mécanisme, voici une 
série d’expériences que nous souhaitons réaliser. Dans un premier temps, nous voulons 
vérifier les niveaux de phosphorylation de la kinase ribosomale S6, le deuxième substrat 
principal de mTOR, dans les cellules cancéreuses infectées avec un plasmide exprimant 
CHES1. Nous nous attendons à ce que son niveau de phosphorylation soit plus faible en 
présence de CHES1, en accord avec une inhibition de mTOR. Nous vérifierons également les 
niveaux de phosphorylation de PRAS-40 et réaliserons des expériences d’immunoprécipitation 
afin de mesurer les niveaux d’interaction entre mTOR et PRAS-40. En parallèle, nous 
réexprimerons DYRK3 en présence de CHES1 dans des cellules en culture et effectuerons, 
avec ces cellules, les mêmes expériences que celles évoquées précédemment. Nous espérons 
rétablir, au moins en partie, la croissance cellulaire de la même manière qu’avec PIM2 et 
constater une réactivation de mTOR et donc de la synthèse protéique. 
 Nos travaux ont donc permis de mettre en évidence le fait que CHES1 est un 
répresseur transcriptionnel et agit dans la cellule en tant que suppresseur tumoral. Aussi, nous 
avons démontré que le mécanisme utilisé par CHES1 afin d’induire un ralentissement de la 
croissance cellulaire implique une inhibition de la synthèse protéique. Il serait intéressant, par 
la suite, de déterminer de quelle façon est régulée ce facteur de transcription, tant au niveau 
transcriptionnelle qu’au niveau post-traductionnel. Nos premières analyses permettent 
d’obtenir quelques pistes de recherche. 
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4.2.3 La régulation du gène CHES1 
La régulation de l’expression du gène CHES1 dépend des facteurs de transcription 
auxquels il répond. Afin de déterminer quels facteurs de transcription peuvent lier le 
promoteur de CHES1, il est possible de réaliser des analyses bioinformatiques. Néanmoins, 
ces analyses se révèlent souvent chargées de résultats faux-positifs en raison des multiples 
possibilités de séquence qu’un facteur de transcription peut lier. Toutefois, les programme 
Transfac277, ConTraV2 (http://bioit.dmbr.ugent.be/contrav2/)278 et le site internet GeneCards 
(http://www.genecards.org/) ont tous trois identifié certains forkheads (tels que FOXO1) ainsi 
que le facteur de trasncription NF-κB en tant que régulateurs potentiels de CHES1 (figure 4.4). 
En laboratoire, des techniques telles que le PICh (en anglais, proteomics of isolated 
chromatin segments), consistant à immunoprécipiter un fragment d’ADN, tel qu’une séquence 
promotrice, ont été développées afin d’identifier les protéines liant cette séquence. Toutefois, 
ce genre de technique nécessite un nombre élevé de copies de la séquence en question afin 
d’obtenir un niveau de résolution satisfaisant. Étant donné qu’un gène n’est présent qu’en 
deux copies dans une cellule, cette approche demeure encore peu efficace. 
En revanche, des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine peuvent être 
utilisées afin de vérifier si un facteur de transcription prédéterminé  lie de manière spécifique 
le promoteur du gène étudié. Aussi, des essais luciférase peuvent être utilisés afin de confirmer 
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Figure 4-4: Représentation graphique du promoteur de CHES1 en 
association avec les potentiels facteurs de transcription auxquels il 
répond. 
Tiré du site GeneCards (http://www.genecards.org/) 
 
4.2.4 La régulation de la protéine CHES1 
La fonction d’une protéine est principalement régulée par ses modifications post-
traductionnelles. Les modifications les mieux connues et les plus étudiées des forkheads sont 
la phosphorylation et l’acétylation. L’analyse bioinformatique de CHES1 avec le site 
Phosphosite Plus (http://www.phosphosite.org/) révèle la présence de plusieurs sérines et 
thréonines qui ont été identifiées, pour la plupart par spectrométrie de masse, comme étant 
phosphorylées. En couplant ces donnés à l’analyse de CHES1 par le site ScanSite 
(http://scansite.mit.edu/), on constate que les sérines 318 et 17 ont été identifiées comme des 
sites de phosphorylation potentiels respectifs des kinases AKT et CK1 (en anglais, Casein 
kinase 1). Ces résultats sont intéressants pour plusieurs raisons. 
Tout d’abord, comme nous l’avons mentionné en introduction, la phosphorylation des 
FOXO par AKT régule leur activité transcriptionnelle231 ce qui suggère qu’AKT pourrait 
réguler l’activité de CHES1 par le même mécanisme. De manière intéressante, la découverte 
de PIM2 en tant que gène cible de CHES1 permet la construction d’un plasmide rapporteur 
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contenant le promoteur de PIM2 dans le but de réaliser des essais luciférases et mesurer, ainsi, 
l’activité de CHES1. Par conséquent, un traitement à l’IGF, menant à l’activation d’AKT, 
couplé à des essais luciférases avec ce plasmide dans des cellules cancéreuse exprimant 
CHES1 devraient permettre de vérifier si AKT influence l’activité de CHES1. Également, la 
réalisation de mutants phosphomimétiques ou non phosphorylables de CHES1 au niveau de la 
sérine 318 seraient utiles afin d’observer le rôle de cette sérine dans la régulation de l’activité 
de ce forkhead. 
Les FOXO peuvent également être phosphorylés par CK1 ce qui, en complément de la 
phosphorylation d’AKT, les relocalisent au cytoplasme inhibant ainsi leur activité 
transcriptionnelle232. Il serait donc intéressant de vérifier si ces deux kinases peuvent aussi 
phosphoryler CHES1 et influencent ainsi sa localisation de la même manière. Un traitement à 
l’IGF, activant AKT, couplé à l’expression de CK1 dans des cellules exprimant CHES1 
pourrait, par exemple, être suffisant à sa phosphorylation. Des expériences 
d’immunofluorescence permettraient alors d’en étudier sa localisation. Aussi, la réalisation de 
mutants phosphomimétiques ou non phosphorylables de CHES1 pour ces deux sérines 
associée à des expériences d’immunofluorescence permettraient d’étudier l’influence directe 
de ces deux sérines sur la localisation de CHES1. 
4.2.5 PML peut-il réguler l’activité de CHES1? 
L’une des protéines les plus importantes dans la régulation de l’activité des forkhead 
semble être la kinase AKT. Il est intéressant de noter que PML est également un modulateur 
de cette kinase. En effet, PML régule négativement l’activité d’AKT en relocalisant sa forme 
phosphorylée active dans ses corps en compagnie de sa phosphatase PP2α. Ainsi, AKT est 
maintenu dans un état hypophosphorylé inactif et ne peut donc pas phosphoryler ses substrats, 
parmi lesquels se trouve le suppresseur de tumeur FOXO3a qui demeure alors actif279. Si l’on 
considère que CHES1 est un substrat potentiel d’AKT, alors PML pourrait influencer l’activité 
de CHES1 de la même manière. Il serait intéressant d’inhiber l’expression de PML dans des 
cellules exprimant CHES1 et de mesurer l’activité de CHES1 afin d’observer si PML peut 
modifier son activité. 
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Par ailleurs, l’analyse bioinformatique de CHES1 a également montré que la sérine 448 
est potentiellement phosphorylable par la caséine kinase CK2. Or, CK2 est souvent retrouvée 
dérégulée dans les cancers et plusieurs études lui ont décrit un rôle oncogénique280. Il est donc 
probable que la phosphorylation de CHES1 par CK2 conduise à son inhibition afin d’échapper 
à son rôle antitumoral. De manière intéressante, CK2 peut également phosphoryler PML 
menant à la dégradation de cette dernière. Ceci lève alors l’inhibition d’AKT par PML et 
entraîne une inactivation de FOXO3a, selon le mécanisme que nous avons évoqué 
précédemment. 
Enfin, l’activité des forkheads peut être régulée par acétylation. En particulier, les 
FOXO peuvent être acétylés par CBP/300 et déacétylés par SIRT1235,236. Or, ces deux 
molécules peuvent toutes deux localiser aux corps de PML où ils agissent sur certains de leurs 
substrats respectifs281,282. Selon une analyse de la séquence peptidique de CHES1 à partir du 
programme en ligne Phosida (http://www.phosida.com/), CHES1 pourrait être acétylé sur les 
lysines 33, 170 et 426. Ainsi, il se pourrait que CHES1 soit recruté aux corps de PML afin de 
subir des modifications post-traductionnelles telle que des phénomènes 
d’acétylation/déacétylation. 
Il se pourrait donc que PML et CHES1 puissent faire partie d’une même voie de 
signalisation de suppression tumorale dans laquelle PML peut favoriser la répression 
transcriptionnelle des gènes cibles de CHES1 en aidant à son activation. D’un autre côté, en 
réponse à certains stimuli, une protéine telle que CK2 pourrait favoriser la croissance 
cellulaire en inhibant CHES1 d’une part, favorisant ainsi la synthèse protéique, et PML 




4.2.6 Conclusion  
En conclusion, les résultats présentés dans cette thèse mettent en évidence le 
mécanisme d’action de PML dans le contrôle de la sénescence. Plus précisément, PML régule 
l’activité de la protéine RB, l’un des deux plus importants suppresseurs tumoraux de la cellule. 
Grâce au recrutement de RB aux corps de PML, les facteurs de transcription E2F, dont 
l’activité est indispensable à l’entrée en phase S et la poursuite du cycle cellulaire, sont inhibés 
ce qui provoque un arrêt de la prolifération des cellules. Non seulement ce mécanisme 
démontre encore une fois l’implication de PML dans la régulation des modifications post-
traductionnelles de protéines mais il met aussi en avant son rôle potentiel dans l’organisation 
tridimensionnelle de la chromatine. Ces nouvelles observations ouvrent la voie à de 
nombreuses hypothèses de recherche quant aux effets que peut avoir PML dans chacune de 
ces différentes fonctions. 
Cette thèse a également permis de comprendre comment le facteur de transcription de 
la famille des forkhead CHES1 pouvait exercer un effet antitumoral dans les cellules 
cancéreuses. Nous avons, en effet, pu mettre en évidence le fait que CHES1 est un répresseur 
de l’expression des kinases PIM2 et DYRK3 dont le rôle commun est de favoriser la synthèse 
protéique. Ainsi, en inhibant l’expression de ces deux protéines, CHES1 active un frein 
menant à un ralentissement de la synthèse protéique et, par conséquent, à une inhibition de la 
croissance cellulaire. 
De manière intéressante, il est fortement probable que les voies de signalisation de ces 
deux suppresseurs de tumeur interagissent ensemble (figure 4-5). Ce travail constitue ainsi un 
bel exemple des multiples croisements qui peuvent exister entre les différentes voies de 
signalisation cellulaires. Il nous rappelle que la cellule se résume à la somme d’interactions 
moléculaires formant un ensemble homogène dont quelques changements, aussi anodins 
soient-ils à l’échelle microscopique, peuvent avoir des conséquences considérables sur le 
fonctionnement de la cellule elle-même et, par extension, sur l’organisme dont elle fait partie. 
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Figure 4-5: modèle d’interaction entre les voies de signalisation de PML et 
de CHES1 dans la sénescence 
En rouge apparaissent les oncogènes inhibés lors de l’activation de PML et 
CHES1. En vert sont représentés les suppresseurs de tumeur activés par PML et 
CHES1. L’inhibition de la synthèse protéique et du cycle cellulaire conduisent de 





























La théorie de l’évolution stipule que le génome d’un organisme est sujet à l’apparition 
de mutations afin que celui-ci puisse générer une progéniture capable de s’adapter à son 
environnement et de survivre. Ce phénomène représente néanmoins un danger pour 
l’organisme lui-même puisque cette accumulation de mutations peut également mener à la 
dérégulation de processus clés des cellules qui le composent et, ultimement, à leur 
transformation. Afin de pallier ce problème les cellules sont dotées de mécanismes de défense, 
dont la sénescence, qui s’activent lorsque ces mutations constituent un tel danger. Il se peut, 
toutefois, que ces altérations génétiques rendent les protéines impliquées dans la régulation de 
ces mécanismes de défense déficientes. Les cellules deviennent alors vulnérables aux dangers 
que ces mutations peuvent engendrer. La sénescence est donc un processus de défense 
antitumoral naturel dont il nous faut comprendre les rouages afin de développer de nouvelles 
stratégies thérapeutiques dans le but de rétablir son fonctionnement dans les cellules 
tumorales. 
Mais il n’existe pas de système parfait et si la sénescence cellulaire permet au corps de 
se protéger contre l’apparition d’une tumeur, elle est aussi la source du développement de 
maladies chroniques associées au vieillissement, en raison des multiples molécules 
proinflammatoires que les cellules sénescentes sécrètent. En fait, la sénescence cellulaire est 
responsable de l’apparition des pathologies dégénératives qui accompagnent le déclin de 
l’organisme vieillissant. Par conséquent, il sera également important dans l’avenir de chercher 
à développer des traitements permettant leur élimination afin de combattre des pathologies 
désastreuses telles que les maladies de Parkison ou d’Alzheimer. 
Dans tous les cas, la sénescence cellulaire est une notion encore nouvelle dont il nous 
reste encore beaucoup à apprendre, et il ne fait aucun doute que les recherches concernant ce 
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Annexe : identification de gènes impliqués dans la 
régulation de la sénescence par PML 
 
Symbol	   Gène	   Séquence	  shRNA	  RLN1	   relaxin	  1	   ATTCTTCAAAGCTAAGATTGGA KLHL20	   kelch-­‐like	  20	   TTAACTGAATAATTCATTCCCT SPP3	   signal	  peptide	  peptidase-­‐like	  3	   AAGTTCTAGAAAGACTCCTCGC LYZL4	   lysozyme-­‐like	  4	   TTTCTTGGCCACTGTGCAACGC FAM20B	   family	  with	  sequence	  similarity	  20,	  member	  B	   AATCCTGTCCAAGTGAAAGGCT KCNQ5	   potassium	  voltage-­‐gated	  channel,	  KQT-­‐like	  subfamily,	  	  member	  5	   TTAATTCTACACAACATGTCCA NCOA2	   nuclear	  receptor	  coactivator	  2	   TATAGGCAGGATGCTTTCAGGC ACOT7	   Acyl-­‐CoA	  thioesterase	  7	  	   ATATAAATAAAGCTTTGGTGTG BCAT1	   Branched	  chain	  amino-­‐acid	  transaminase	  1,	  cytosolic	   TTTAAGACTGATTTCATGCCTT   SLC37A2	   solute	  carrier	  family	  37	  (glycerol-­‐3-­‐phosphate	  transporter),	  member	  2	   CTTTAGGCTCAGATGGAGATGC GPRC6A	   G	  protein-­‐coupled	  receptor,	  family	  C,	  group	  6,	  member	  	  A	  	   TTTGAGAATGATTGAATATGCA 
ARV1	   ARV1	  homolog	  (S.	  cerevisiae)	   TTTAGGGTCACTCTAATTGCCT 
OR1F1	   Homo	  sapiens	  olfactory	  receptor,	  family	  1,	  subfamily	  F,	  member	  1	   -GTGAGTGATGGCATTGTCTGA 
CFH	  
Homo	  sapiens	  complement	  factor	  H	  (CFH),	  nuclear	  gene	  encoding	  mitochondrial	  protein	   TTATCTATTGNCNCNNACTGGG 
SSPO	   SCO-­‐spondin	  homolog	  (Bos	  taurus)	   ATGCTAATGCCAAGTCATGGGC MYO15A	   myosin	  XVA	   TTAATGAAGAAGCCACGGAGGC SETBP1	   SET	  binding	  protein	  1	   TTAAACTTACATATTGCTAGGA ARMC8	   armadillo	  repeat	  containing	  8	   ATTACACAGCATGGAAGATGCT DPP4	   dipeptidyl-­‐peptidase	  4	   TTTATAAAGATTCCTTCCTCCT ADAM20	   ADAM	  metallopeptidase	  domain	  20	   TATTCCCTGGATATGGAGGCGG 
 
Les gènes représentés ici ont été identifiés par criblage avec une banque d’ARN en 
épingle à cheveux ciblant l’ensemble des gènes humains dans des cellules exprimant PML. 
Les clones contournant la sénescence ont été isolés afin d’identifier le gène ciblé par l’ARN en 
épingle à cheveux exprimé par ces cellules. 
